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Ein Großteil der Erde ist von Ozeanen bedeckt, die eine durchschnittliche Tiefe von
3800 Metern aufweisen. In dieser Tiefe liegt bereits ein hydrostatischer Druck vor, der
etwa dem 380-fachen des Atmospha¨rendrucks auf der Erdoberfla¨che entspricht. Mit
zunehmender Meerestiefe sinkt die Wassertemperatur unterhalb von 4 °C, in der Na¨he
hydrothermaler Quellen hingegen steigt diese bis auf u¨ber 400 °C an. [1] Diese extre-
men Umweltbedingungen bzgl. des Drucks und der Temperatur hat das Leben nicht
davon abgehalten diese Regionen zu erschließen. [2,3] Seit der Entdeckung dieser extre-
mophilen Organismen sind Untersuchungen der Strategien, die diese Organismen ent-
wickelt haben, um in diesen außergewo¨hnlichen Habitaten zu u¨berleben, Gegenstand
aktueller Forschung. Des Weiteren wird postuliert, dass Regionen um hydrothermale
Quellen optimale Reaktionsbedingungen fu¨r die Bildung pra¨biotischer komplexer Ma-
kromoleku¨le dargestellt haben ko¨nnten und somit das Leben an diesen Orten seinen
Ursprung gefunden haben ko¨nnte. [4] Zudem haben Analysen von Tiefseeorganismen
ergeben, dass diese mit zunehmender Meerestiefe bzw. zunehmendem hydrostatischen
Druck hohe Mengen an natu¨rlichen Osmolyten akkumulieren, die dem osmotischen
Druck, der durch das umgebende Salzwasser entsteht, entgegenwirken, sowie die native
Konformation von Proteinen und Enzymen unter genannten extremen Umweltbedin-
gungen stabilisieren. [5,6] In der vorliegenden Arbeit wurde zur Realisierung genannter
extremer Bedingungen zuna¨chst ein Messsystem etabliert, das die Analyse von Proben
innerhalb eines Temperaturbereichs von 1 - 250 °C sowie hydrostatischen Dru¨cken von
Atmospha¨rendruck bis hin zu etwa 16000 bar ermo¨glicht. Die Kombination verschiede-
ner Analysemethoden, wie die konfokale Laser-Raster- und Phasenkontrastmikroskopie
gekoppelt mit der Methodik der Fluoreszenz- und FTIR-(Fourier Transform Infrared)-
Spektroskopie, stehen hierbei zur Visualisierung und Untersuchung von biomolekula-
ren Prozessen zur Verfu¨gung. Im weiteren Verlauf dieser Arbeit wurden die Habitate
extremophiler Organismen bzgl. Temperatur und hydrostatischem Druck imitiert, um
Auswirkungen dieser auf ein in eukaryontischen Zellen nahezu ubiquita¨r vorkommendes
Protein, Aktin und seiner supramolekularen Strukturen, zu studieren. Aktin stellt in
vivo einen wesentlichen Bestandteil des Zytoskeletts dar und ist an unza¨hligen essentiel-
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len Prozessen der Zelle beteiligt. Die Ergebnisse dieser Studien haben u.a. gezeigt, dass
die monomere Form dieses Proteins unter genannten extremen Umweltbedingungen
kaum in nativer Proteinkonformation vorliegt, hingegen gebildete Aktinfilamente und -
bu¨ndel eine wesentlich ho¨here Stabilita¨t bzgl. hoher Dru¨cke und Temperaturen, bedingt
durch zusa¨tzliche intramolekulare Wechselwirkungen, aufweisen und durch kompati-
ble Osmolyte, wie Trimethylamin-N -oxid (TMAO), weiter stabilisiert werden ko¨nnen.
Mehrere Mikrometer lange Aktinfilamente, die einen wesentlichen Teil des Zytoskeletts
darstellen, entstehen durch einen komplexen Polymerisationsprozess aus monomeren
Einheiten. [7] Die Kinetik dieses Prozesses wurde in der vorliegenden Arbeit bzgl. der
Sensitivita¨t gegenu¨ber Temperatur und Druck untersucht. Ebenso wurden die Effekte
eines kompatiblen Osmolyts, TMAO, und eines natu¨rlich vorkommenden destabilisie-
renden Osmolyts, Harnstoff, untersucht. Da in der Zelle etwa 30 % des Volumens von
Makromoleku¨len eingenommen werden, [8] wurden diese Bedingungen ex vivo durch den
Einsatz eines makromolekularen Crowders (Dextran) dargestellt. Durch diese Analy-
sen konnten, die von Temperatur, Druck sowie Osmolyten und eines makromolekularen
Crowders maßgeblich beeinflussten Subprozesse des Polymerisationsprozesses, identifi-
ziert werden. Beispielsweise fu¨hrte die Gegenwart von TMAO oder Dextran sowie eine
Temperaturerho¨hung bis hin zu 40 °C zu einer drastischen Beschleunigung des Polyme-
risationsprozesses, wobei die Geschwindigkeitskonstanten der Nukleationsreaktion um
mehrere Gro¨ßenordnungen anstiegen. Im Gegensatz hierzu wiesen die Gegenwart von
Harnstoff und die Applikation hoher Dru¨cke bis zu 2000 bar einen retardierenden Effekt
bzgl. der Kinetik des Nukleationsschritts auf.
Die in dieser Arbeit durchgefu¨hrten Studien haben weitere wichtige und detaillierte
Erkenntnisse bzgl. der Faltungsstabilita¨t von Aktin und Aktinsuprastrukturen in An-
und Abwesenheit von natu¨rlichen Osmolyten aufgezeigt. Des Weiteren zeigen kineti-
sche Analysen der Polymerisationsreaktion von Aktin, dass diese eine hohe Sensitivita¨t
gegenu¨ber der Temperatur, Druck sowie der Gegenwart von natu¨rlichen Osmolyten
und makromolekularen Crowdern aufweist. Die erhaltenen Ergebnisse ko¨nnen in Zu-
kunft im Kontext Aktin-basierter Prozesse in vivo und der Stabilita¨t des Zytoskeletts
unter extremen Umweltbedingungen sowie bei der Interpretation der Mechanismen von
intrazellula¨ren Assemblierungsreaktionen beru¨cksichtigt werden.
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Abstract
The largest portion of Earth is covered by the oceans exhibiting an average depth of
3800 meters, yielding a hydrostatic pressure which is about the 380-fold compared to
atmospheric pressure of Earth’s surface. With increasing depth, the temperature of the
sea decreases below 4 °C, but in contrast to that there are also hydrothermal vents
holding temperatures beyond 400 °C. [1] These extreme environmental conditions have
not prevented life from invading deep sea regions. [2,3] Since the first discovery of ex-
tremophilic organisms researchers try to investigate the strategies enabling life under
these extreme environmental conditions. Furthermore, high pressure and high tempera-
ture conditions, as found close to hydrothermal vents, are proposed to exhibit optimal
reaction parameters for assembly of complex prebiotic macromolecules and therefore
are thought to be a possible place where life has its origin. [4] Moreover, investigations
of deep-sea organisms depicted that these organisms accumulate high concentrations
of natural osmolytes with increasing depth, which are able to compensate the osmotic
pressure and also stabilize the native state of proteins and enzymes under these extre-
me environmental conditions. [5,6] In order to realize such condtions in the laboratory,
first of all, a measuring system enabling the investigation of a sample in a temperature
range of 1 - 250 °C and hydrostatic pressures up to 16000 bar, was established in the
present work. The combination of various analysis methods as confocal laser scanning
and phase contrast microscopy coupled to fluorescence and FTIR (Fourier Transform
Infrared) spectroscopic methods, provide the visualization and investigation of bio-
molecular processes in the established measuring system. During the further course of
this work the natural habitats of extremophiles were mimicked concerning temperature
and hydrostatic pressure for the purpose of studying the effect of extreme environmen-
tal conditions on actin and its suprastructures. Actin, which is almost ubiquitary in
eukaryotes, depicts a major part of the cytoskeleton and is involved in a myriad of intra-
cellular processes. The results of these studies clearly show that the monomeric state
of the protein is hardly able to withstand extreme environmental conditions usually
found in deep-sea habitats. On the contrary, actin filaments and bundles exhibit signi-
ficantly higher temperature and pressure stabilities due to additional intramolecular
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interactions compared to the monomeric state and could be further stabilized by the
addition of natural osmolytes such as TMAO. Actin filaments, which are up to several
micrometers in length, are a major part of the cytoskeleton. These filaments arise from
a complex polymerization reaction starting with the assembly of monomeric actin into
small nuclei followed by an elongation process. [7] Further projects of the present work
deal with the effects of temperature and pressure on the kinetics of the polymerization
reaction of actin. The influence of a compatible osmolyte, TMAO, and a physiological
destabilizing osmolyte, urea, on the assembly process of actin filaments was studied as
well. The physiological intracellular concentration of macromolecules is 30 % by volu-
me. [8] In order to mimick these conditions, dextran, a macromolecular crowding agent
was used. The relevant subprocesses of the polymerization reaction, which are mainly
affected by temperature, pressure as well as by the presence of osmolytes and the ma-
cromolecular crowding agent, could be identified. The presence of TMAO or dextran
just as an increase of temperature up to 40 °C led to a drastical acceleration of the
polymerization reaction, at which the rate constants of the nucleation process were
increased over several orders of magnitude, e.g. In contrast, the presence of urea as
well as an increase of pressure up to 2000 bar resulted in significantly decreased rate
constants of the nucleation reaction.
The conducted studies of the present work exhibit further important and detai-
led conclusions concerning the folding stability of actin and its suprastructures in the
presence or absence of natural osmolytes. Furthermore the kinetic studies of the poly-
merization process of actin revealed the high sensitivity to temperature, pressure, the
presence of osmolytes and under crowded conditions. The obtained results should be ta-
ken into account in any context of actin-based processes in vivo and the stability of the
cytoskeleton under extreme environmental conditions as well as in the interpretation
of the mechanisms of intracellular protein assembly reactions.
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1 Einleitung
Die Entdeckung piezo-, psychro-, und thermophiler Organismen, dessen natu¨rliche Ha-
bitate von hohen Dru¨cken und / oder tiefen bzw. sehr hohen Temperaturen gepra¨gt sind,
hat Forscher dazu veranlasst, die U¨berlebensstrategien dieser Organismen zu studie-
ren. [9] Terrestrische Habitate, die einen Druck von etwa 1 bar aufweisen, stellen weniger
als 1 % der Biospha¨re auf der Erde dar. [10] Ungefa¨hr 70 % der Erdoberfla¨che sind von
Ozeanen bedeckt, wobei die durchschnittliche Tiefe ˜3800 m betra¨gt. Somit herrscht in
den Ozeanen ein durchschnittlicher Druck von ˜380 bar.
[11] Der Marianengraben mit
einer Tiefe von ˜11000 m weist an der tiefsten Stelle einen Druck von ˜1100 bar auf,
was etwa dem 1100 -fachen Druck der Erdoberfla¨che entspricht. Sowohl der Marianen-
graben, als auch hydrothermale Quellen (Tiefseegebiete mit vulkanischer Aktivita¨t)
mit Temperaturen u¨ber 100 °C, stellen fu¨r extremophile Organismen natu¨rliche Habi-
tate dar. So wurde in einer Tiefe von 11000 m ein piezophiles Bakterium entdeckt, das
bei einem Druck von 800 bar ho¨chste Wachstumsraten aufzeigt. [2] In der Na¨he eines
”
Schwarzen Rauchers“ mit einer Wassertemperatur von 121 °C, konnte ebenfalls ein
hyperthermophiler Organismus gefunden werden. [3]
Die beiden physikalischen Parameter hydrostatischer Druck und Temperatur weisen
eine hohe Effizienz auf, chemische Gleichgewichte und Reaktionsgeschwindigkeiten zu
modifizieren, sodass geeignete Messsysteme beno¨tigt werden, um genannte extreme Le-
bensbedingungen experimentell zu simulieren und die Mo¨glichkeit ero¨ffnen, biologische
Proben unter habitatsa¨hnlichen Bedingungen zu studieren. Des Weiteren stellt Druck
neben der Temperatur einen Parameter dar, der einen relativ milden Einfluss auf Mo-
leku¨le aufweist. So entspricht die beno¨tigte Energie um 1 L Wasser von 1 bar auf einen
Druck von 4000 bar zu erho¨hen (bei T = 20 °C) etwa derselben Energie, die beno¨tigt
wird, um die Temperatur von 1 L Wasser von 20 auf 25 °C zu erho¨hen (bei p = 1 bar). [10]
6 Einleitung
So konnte in der Vergangenheit gezeigt werden, dass unter Einsatz hoher Dru¨cke Prote-
ine nicht nur denaturiert, sondern auch Populationen an Konformationsintermediaten
stabilisiert werden, die unter Verwendung der Temperatur als physikalischen Parame-
ter nicht generiert werden ko¨nnen. [11–13] Somit kann Druck als wichtiger physikalischer
Parameter dienen, um ein tieferes thermodynamisches und kinetisches Versta¨ndnis bio-
molekularer Prozesse zu erhalten. Im Falle des Zytoskeletts von eukaryontischen Zellen,
dessen Hauptbestandteile Mikrofilamente (Aktinfilamente), Intermedia¨rfilamente und
Mikrotubuli darstellen, die zusammen als Geru¨st der Zelle physikalische und struk-
turelle Stabilita¨t verleihen, aber auch an der Vermittlung von großra¨umigen Reorga-
nisationen, Beweglichkeit der Zelle, Antwort auf Stressbedingungen, Zellteilung oder
intrazellula¨rem Transport beteiligt sind, konnte gezeigt werden, dass eine einzigarti-
ge Kombination aus Stabilita¨t und Dynamik, physikalischer Rigidita¨t und Flexibilita¨t
fu¨r die Funktionsweise no¨tig sind. [14] Eine Vera¨nderung der nativen dreidimensionalen
Proteinkonformation, z.B. auf Genebene durch Punktmutationen, kann zu schwerwie-
genden Erkrankungen fu¨hren. [15] So kann eine Mutation in den fu¨r Aktin codierenden
Genloci zu Myopathien der glatten oder der Herzmuskulatur fu¨hren. [16,17] Ein tieferes
Versta¨ndnis der Struktur, Stabilita¨t und Dynamik dieses Proteins und seiner Supra-
strukturen kann somit auch von essentieller Bedeutung fu¨r das Versta¨ndnis assoziierter
Krankheiten sein.
1.1 Aktin
Das Leben auf der Erde entstand durch divergente Evolution eines gemeinsamen Vor-
fahren vor etwa 3 Milliarden Jahren. [18,19] Unter den Genen dieses gemeinsamen Vor-
fahrens war bereits das urspru¨ngliche fu¨r Aktin codierende Gen vorhanden. [20] Die erste
experimentelle Beschreibung eines Proteins, das Myosin
”
koaguliert“, geht auf W. D.
Halliburton im Jahre 1887 zuru¨ck, [21] der seine Ergebnisse allerdings nicht weiter pra¨-
zisiert hat, sodass die Entdeckung und Charakterisierung des eukaryontischen Aktins
in Muskelzellen in den 1940er Jahren auf Bruno´ Ferenc Straub zuru¨ckgefu¨hrt wird. [22]
Aktin, ein globula¨res Protein (G-Aktin; G = globula¨r), besitzt die Fa¨higkeit, u¨ber einen
Selbstassemblierungsprozess zu filamento¨sen Strukturen zu polymerisieren. [23–25] Diese
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filamento¨sen Strukturen (F-Aktin; F = filamento¨s) ko¨nnen im Komplex mit weiteren
Proteinen (ABP = Aktin-bindende Proteine) Netzwerke bilden oder zu Bu¨ndeln zu-
sammengelagert werden und stellen einen wesentlichen Bestandteil des eukaryontischen
Zytoskeletts von Zellen dar. [7,26–30] F-Aktin ist an unza¨hligen intrazellula¨ren Prozessen
beteiligt, wie beispielsweise der Muskelkontraktion, der Vermittlung von mechanischer
Stabilita¨t der Zelle, bei Zelladha¨sionsvorga¨ngen, der Zellbewegung, bei Signalweiter-
leitungsprozessen, bei intrazellula¨ren Transportvorga¨ngen und bei der Zytokinese von
Zellen. [31] Bei dieser Vielzahl an Vorga¨ngen sind mehr als 150 Aktin-bindende Proteine
beteiligt, die die Reorganisation von Aktinstrukturen vermitteln ko¨nnen. [32] Die Ami-
nosa¨uresequenz von Aktin ist eine der ho¨chstkonserviertesten der Proteine und wurde
in der Evolutionsgeschichte nur wenig vera¨ndert. [33] Weiterhin ist der Gehalt an Aktin
in eukaryontischen Zellen relativ hoch: In Muskelzellen betra¨gt der Anteil an Aktin
etwa 20 % bezogen auf die gesamte Proteinmasse und in anderen Zellen zwischen 1 -
5 %. [34] Des Weiteren ist Aktin in eukaryontischen Zellen nahezu ubiquita¨r vorhanden
und komplementiert zwei weitere polymere Strukturen, Mikrotubuli und Intermedia¨r-
filamente, die zusammen das Zytoskelett darstellen. [35]
1.1.1 G-Aktin
Im humanen Genom existieren sechs Gene fu¨r Aktin, die fu¨r drei Gruppen von Isofor-
men des Proteins codieren: α-, β- und γ-Aktin. [36] Vier Isoformen sind muskelspezifisch
(α: Skelett-, Herz- und glatte Muskulatur) und zwei Isoformen (β und γ) sind struk-
turell und funktionell mit dem Zytoskelett anderer Zellen assoziiert. [37] α-Aktin aus
Skelettmuskeln besteht aus 375 Aminosa¨uren, weist eine molekulare Masse von 42 kDa
auf, hat eine Gro¨ße von 6.7× 4.0× 3.4 nm und einen Gyrationsradius von 22.3 A˚. [38–40]
Die Isoformen von Aktin unterscheiden sich in nur wenigen Aminosa¨uren und weisen
allesamt eine ATPase-Aktivita¨t und die Fa¨higkeit auf, filamento¨se Strukturen auszu-
bilden. [41,42] Die Proteinstruktur von G-Aktin kann in zwei Hauptdoma¨nen unterteilt
werden, die wiederum jeweils in zwei weitere Subdoma¨nen aufgegliedert werden. Inmit-
ten der beiden Hauptdoma¨nen befindet sich eine Nukleotidbindungstasche, in der ein
Adenosinphosphat im Komplex mit Ca2+ oder Mg2+ gebunden werden kann (Abb. 1.1
und 1.2). [43]
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Abbildung 1.1: 3D-Ba¨ndermodell von G-Aktin. Im Zentrum des Proteins liegt die
Nukleotidbindungstasche in der ATP (grau) im Komplex mit Ca2+ (orange) gebunden
ist. Die Struktur von G-Aktin weist eine große Doma¨ne (Hauptdoma¨ne II) und eine
kleinere Doma¨ne (Hauptdoma¨ne I) auf, die u¨ber die Nukleotidbindungstasche bzw. Ge-
lenkregion miteinander verbunden sind. Aufgrund der Polarita¨t des Proteins werden
die beiden Hauptdoma¨nen in vier weitere Subdoma¨nen unterteilt. Hierbei bilden Sub-
doma¨ne I + III das sogenannte (+)-Ende und Subdoma¨ne II + IV das (-)-Ende. Bei der
Polymerisationsreaktion von G- zu F-Aktin ist die Assoziationsreaktion von Monome-
ren an das (+)-Ende wesentlich schneller als an das (-)-Ende. Das 3D-Ba¨ndermodell
wurde mittels
”
The PyMOL Molecular Graphics System, Version 1.7.4 Schro¨dinger,





Abbildung 1.2: Nukleotidbindungstasche von G-Aktin. Dargestellt ist ATP
(grau) im Komplex mit Ca2+ (orange) und die an der Bindung des Calcium-
Ions beteiligten Aminosa¨uren des Proteins. An der Bindung beteiligte Wasser-
Moleku¨le sind nicht eingezeichnet. Die Visualisierung erfolgte mittels
”
The
PyMOL Molecular Graphics System, Version 1.3, Schro¨dinger, LLC.“ [44] ba-
sierend auf der Kristallstruktur 3HBT. [45]
Fluoreszenzspektroskopische Studien haben gezeigt, dass die Bindungstasche des Pro-
teins eine ho¨here Bindungsaffinita¨t zu Mg2+ im Vergleich zu Ca2+ aufweist. [46,47] Die
Affinita¨t von Mg-G-Aktin zu ATP ist ebenfalls ho¨her im Vergleich zu Ca-G-Aktin. [48]
Die Konformation von G-Aktin ist sehr dynamisch und flexibel und vera¨ndert sich
in Abha¨ngigkeit des Phosphorylierungszustandes des gebundenen Adenosinphosphates
(ATP, ADP) und Kations (Ca2+, Mg2+). [45,49–52] Ebenso adaptiert Aktin verschiede-
ne strukturelle Zusta¨nde im Komplex mit unterschiedlichen Aktin-bindenden Prote-
inen. [27,53,54] Die hohe Flexibilita¨t der Proteinstruktur wird vermutlich beno¨tigt, um
mit einer Vielzahl von Interaktionspartnern wechselwirken und ebenso um zu Aktinfi-
lamenten polymerisieren zu ko¨nnen. [25,51,55–59]
1.1.2 Die Polymerisationsreaktion
Die G-zu-F - Transformation oder Polymerisationsreaktion von Aktin beschreibt den
Selbstassemblierungsprozess von Aktinmonomeren zu Aktinfilamenten. Die Energie fu¨r
diesen Prozess wird in Form von ATP oder ADP bereitgestellt. Der erste Schritt der
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Polymerisationsreaktion ist die langsame Assoziation von Aktinmonomeren zu kleinen
energetisch instabilen Nuklei, die aus drei oder vier Aktinmonomeren bestehen. [60–63]
Diese Nuklei stellen transiente Intermediate dar, die nur wenige Millisekunden und in
geringen Konzentrationen existieren, da sie zum einen energetisch instabil sind und
zum anderen schnell im folgenden Elongationsprozess konsumiert werden. [7] Die for-
mierten Nuklei dienen fu¨r die Elongation als Keime, die in beide Richtungen durch
die sukzessive Anlagerung von Monomeren verla¨ngert werden. Die Struktur von Aktin
weist eine Polarita¨t auf, die zu unterschiedlichen Geschwindigkeiten der Assoziationsre-
aktionen der jeweiligen Enden fu¨hrt. So ist der Prozess der Anlagerung eines Monomers
an das (+)-Ende in Abha¨ngigkeit des gebundenen Adenosinphosphates etwa 10 - 20 mal
schneller als am (-)-Ende des Proteins und die Dissoziationskonstante des (+)-Endes
ist ebenfalls geringer im Vergleich zum (-)-Ende. [64] Die von T. Pollard [64] ermittel-
ten Assoziationsgeschwindigkeitskonstanten (Dissoziationsgeschwindigkeitskonstanten)
von ATP-G-Aktin an das (+)-Ende und (-)-Ende des Filaments betragen 11.6µM s-1
(1.4 s-1) und 1.3µM s-1 (0.8 s-1). Aus diesen Werten ergeben sich die Dissoziationskon-
stanten der beiden Enden zu 0.12µM ((+)-Ende) und 0.6µM ((-)-Ende), die im Kontext
der Polymerisationsreaktion auch als kritische Konzentrationen, cc, des jeweiligen Fi-
lamentendes bezeichnet werden. Sinkt die Konzentration an freien Aktinmonomeren in
der Lo¨sung unterhalb der kritischen Konzentration des (-)-Endes des Aktinfilaments, so
findet keine Anlagerung mehr statt. An diesem Punkt des Polymerisationsprozesses er-
folgt die Dissoziation von Aktinmonomeren vom (-)-Ende. Diese ko¨nnen im Falle eines
ATP-U¨berschusses in der Lo¨sung wieder mit ATP beladen werden und im Anschluss
an das (+)-Ende des Filaments assoziieren. Es findet jedoch keine Netto-Elongation
des Filamentes mehr statt (Steady-State-Phase), wobei dennoch stetig Aktinmonome-
re vom (-)-Ende her dissoziieren und am (+)-Ende assoziieren ko¨nnen (
”
Treadmilling“ ):
Innerhalb von Aktinfilamenten fu¨hrt die ATPase-Aktivita¨t von Aktin zu einer schnellen
Hydrolysereaktion des in den Protomeren gebundenen ATPs zu ADP und einem Phos-
phatrest, wobei die anschließende Dissoziation des Phosphatrestes aus dem Filament
langsamer abla¨uft. [65] Dies fu¨hrt wa¨hrend der Steady-State-Phase zu einer Verringe-
rung der Affinita¨t und Dissoziation von ADP-Aktinmonomeren am (-)-Ende, die, wie
bereits erwa¨hnt, in Lo¨sung wieder mit ATP beladen werden ko¨nnen und somit am (+)-
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Ende reassoziieren. [23,64,66,67] In eukaryontischen Zellen wird die Polymerisationsreakti-
on wiederum durch regulierte und unregulierte Aktin-bindende Proteine modifiziert. [68]
So existieren beispielsweise Proteine (Capping Protein, Gelsolin), die spezifisch an das
(+)-Ende des Filamentes binden und somit die Elongation an diesem Ende blockie-
ren. [69,70] Diese Proteine unterliegen wiederum selbst den Regulationsmechanismen der
Zelle und ko¨nnen in diesem Fall z.B. durch Phosphatidylinositol-4,5-bisphosphat (PIP2)
inaktiviert werden. [71,72] Gelsolin, ein Protein das Aktinfilamente dissoziieren kann, be-
no¨tigt fu¨r diese Funktion Ca2+-Ionen. [73] Die Proteine, Gelsolin, Capping Protein und
der Arp2/3-Komplex, sind in der Lage, die Nukleationsreaktion zu modulieren, wodurch
die Anzahl und La¨nge der Filamente bestimmt werden. [74] Wie bereits erwa¨hnt sind
bisher etwa 150 Aktin-bindende Proteine identifiziert worden, sodass bereits anhand
dieser wenigen Beispiele ersichtlich wird, dass es sich bei der Polymerisationsreaktion
von Aktin sowie der Regulierung und Modifizierung dieser um ein hochkomplexes, re-
guliertes Netzwerk von Interaktionen zwischen Aktin und Aktin-bindenden Proteinen
handelt. [65] Fu¨r detaillierte Informationen bzgl. der zugrundeliegenden Subprozesse der
Polymerisationsreaktion und deren Quantifizierung wird an dieser Stelle auf folgende
Referenzen verwiesen: Pollard et al. 2007 [75], Fujiwara et al. 2007 [23], Bindschadler et
al. 2004 [68] und Halavatyi et al. [76]
1.1.3 Aktinfilamente und Aktinbu¨ndel
Bei der Polymerisationsreaktion von G- zu F-Aktin entsteht eine rechtsga¨ngige He-
lix bestehend aus zwei Aktinstra¨ngen, die umeinander gewunden sind und eine La¨nge
von mehreren µm erreichen ko¨nnen. Der Durchmesser dieser Filamente betra¨gt etwa
8 nm. [77] Wie in Kapitel 1.1.2 beschrieben, weisen Aktinfilamente eine Polarita¨t bzgl.
ihrer Enden auf. Das (+)-Ende, bestehend aus Subdoma¨ne I und III, weist wesent-
lich schnellere Assoziationsgeschwindigkeitskonstanten fu¨r den Anlagerungsprozess von
Monomeren auf als das (-)-Ende, bestehend aus Subdoma¨ne II und IV (vgl. Abb. 1.1).
Aufgrund der hohen Flexibilita¨t, der damit verbundenen inha¨renten Dynamik und der
einhergehenden Resistenz gegenu¨ber Kristallisation von Aktinfilamenten, ist die Struk-
turanalyse auf atomarer Ebene sehr schwierig. Wa¨hrend fu¨r G-Aktin bereits mehr als 50
Strukturen mit atomarer Auflo¨sung zur Verfu¨gung stehen, sind Strukturen von Aktin-
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filamenten mit einer geringeren Auflo¨sung mittels 3D-Bildrekonstruktionsmethoden





Abbildung 1.3: Quarta¨rstruktur von F-Aktin als Homo-5-mer. Die jewei-
ligen Protomere sind farblich gekennzeichnet. Zudem wurde die fu¨r das Sol-
vens (Wasser) zuga¨ngliche Oberfla¨che (SASA = engl.: solvent accessible surface
area) dargestellt (rH2O = 1.4 A˚). Die Kalkulation und Visualisierung erfolgte
mittels
”
The PyMOL Molecular Graphics System, Version 1.3, Schro¨dinger,
LLC.“ [44] basierend auf der Kristallstruktur 3MFP. [77]
Einleitung 13
Im Jahr 2009 gelang es der Arbeitsgruppe um Oda et al. mittels Aufnahme von Ro¨nt-
genfaserdiagrammen eine radiale Auflo¨sung von 3.3 A˚ und a¨quatoriale Auflo¨sung von
5.6 A˚ zu erzielen. [25] Diese Analysen haben gezeigt, dass der wesentliche Unterschied
zwischen der Konformation von G- und F-Aktin in der Rotation der Hauptdoma¨nen
um 20° liegt. Auch Fuji et al. ermittelten eine Rotation der beiden Hauptdoma¨nen,
die allerdings etwas komplexer ist. [77] In beiden Fa¨llen ist das Resultat der Rotation
der Hauptdoma¨nen, dass die Struktur des Aktinmonomers innerhalb des Filamentes
nicht mehr globula¨r sondern flach wird. In 2014 gelang es auf Basis der Analyse von
Cryo-Elektronenmikrographen die dreidimensionale Struktur von F-Aktin im Komplex
mit Tropomyosin mit einer Auflo¨sung von 3.7 A˚ zu bestimmen. Die Arbeiten von Fuji
und von der Ecken et al. verdeutlichen u. a. die stabilisierenden Interaktionen innerhalb
eines Stranges im Filament und zwischen den beiden Aktinstra¨ngen innerhalb des Fila-
mentes, die im Wesentlichen auf hydrophoben und elektrostatischen Wechselwirkungen
beruhen. [77,79]
Das Zytoskelett besteht aus verschiedensten netzwerkartigen und gebu¨ndelten Akt-
instrukturen, die an wichtigen physiologischen Prozessen, wie z.B. Zelladha¨sion, Migra-
tion, Endozytose oder der Zellteilung beteiligt sind. [65,80,81] Aus einem Pool an Aktin-
monomeren ko¨nnen, unter Beteiligung einer Vielzahl an Aktin-bindenden Proteinen (α-
Actinin, Filamin, Fascin, Fimbrin, Scruin), als Folge unterschiedlichster Stimuli auf die
Zelle, verschiedenste ra¨umlich und zeitlich regulierte Aktinstrukturen gebildet werden,
die von feinen Netzwerken bis hin zu dicken Aktinbu¨ndeln reichen. [82] Hierbei spielen
hochorganisierte, axial assemblierte Bu¨ndel, die vorwiegend in zellula¨ren Prozessen, wie
beispielsweise bei der Erkennung von und dem Widerstand gegen mechanische Einflu¨s-
se auf Zellen und der Formgebung der Zelle, eine wichtige Rolle. [83] Ein weiteres, sehr
interessantes Beispiel fu¨r das Vorkommen und die Funktion von axial assemblierten
Aktinbu¨ndeln stellt das innere Ohr dar: In den Haarspitzen, der im inneren Ohr loka-
lisierten Haare, sind diese organisierten Aktinstrukturen gefunden worden, die hier an
der mechanisch-elektrischen Reizweiterleitung von Gera¨uschen und Bewegung beteiligt
sind. [84] Neben der beschriebenen durch Aktin-bindende Proteine regulierten Mo¨glich-
keit der Assemblierung von netzwerkartigen und gebu¨ndelten Aktinstrukturen, ist es
mo¨glich, parallel assemblierte Aktinbu¨ndel durch die Zugabe von Mg2+ zu pra¨parieren.
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Die Zugabe einer Mg2+-Konzentration von 2 mM zu einer Lo¨sung an Aktinmonome-
ren unter sonst ga¨ngigen Pufferbedingungen induziert die Polymerisationsreaktion von
G- zu F-Aktin. Wird die Mg2+-Konzentration im Anschluss auf ca. 50 mM erho¨ht, as-
semblieren die vorhandenen Filamente axial zu parakristallinen Aktinbu¨ndeln. [28] Dies
liegt wahrscheinlich darin begru¨ndet, dass Aktinfilamente eine Art Polyelektrolytsys-
tem darstellen, sodass durch die Zugabe von Ionen die Debye-La¨nge verringert wird
und somit eine Assoziation der Filamente mo¨glich ist. [85]
1.2 Faltungsstabilita¨t von Proteinkonformationen
”
It is a well-known result of thermodynamics that a substance is only completely cha-
racterized when the p-V-T relation is given.“ Percy Williams Bridgman. [86]
Die Stabilita¨t bzw. der Unterschied der freien Energie des nativen funktionellen Zu-
standes im Vergleich zum entfalteten Zustand eines Proteins ist relativ gering, da die
dreidimensionale Konformation von Proteinen im Wesentlichen auf nichtkovalenten In-
teraktionen, dessen Bindungsenergien im Bereich von 2 -25 kJ mol-1 liegen, beruht. [87]
In einigen Fa¨llen, wie z.B. des Prion-Proteins PrPC (Prion Protein Cellular) kann
eine spontane Umfaltung bzw. Missfaltung der Proteinstruktur zur pathogenen Kon-
formation, dem PrPC (Prion Protein Scrapie) fu¨hren, die letztendlich der Auslo¨ser der
Creutzfeldt-Jakob-Krankheit ist. [88,89] Der Faltungsprozess eines Proteins kann durch
einen sogenannten Faltungstrichter, wie in Abbildung 1.4 dargestellt, beschrieben wer-
den. [90] Hierbei beginnt die Faltung des Proteins, bzw. eines Ensembles an entfalteten
Proteinzusta¨nden, dessen Zusta¨nde eine hohe freie Energie und Konformationsentropie
aufweisen. Wa¨hrend des Faltungsprozesses entstehen Faltungsintermediate, die bereits
partiell gefaltete Strukturen aufweisen. Mit fortschreitender Faltung entsteht der U¨ber-
gangszustand, der im weiteren Verlauf in den nativen Zustand des Proteins, bzw. das
Ensemble an nativen funktionellen Zusta¨nden u¨bergeht. Dieses Ensemble an nativen
Zusta¨nden besitzt eine minimierte freie Energie. [91] Mit steigendem Grad der Faltung
sinkt die freie Energie der Proteinkonformation, wobei das partielle Volumen aufgrund










































Abbildung 1.4: Schematische Darstellung eines Faltungstrichters. Hierbei beschreibt
die Breite des Trichters die Konformationsentropie und die Tiefe die freie Energie ei-
nes Ensembles an Faltungszusta¨nden. Der Faltungstrichter soll ausgehend von einem
Ensemble ungefalteter Proteinkonformationen die progressive Organisation eines En-
sembles an partiell gefalteten Proteinkonformationen, die auf dem Weg zur nativen
Konformation eingenommen werden ko¨nnen, skizzieren. Hierbei bezieht sich die freie
Energie auf den Faltungsprozess des Proteins. [90–94]
In den meisten Fa¨llen genu¨gt zur approximierten Beschreibung des U¨bergangs der na-
tiven zur entfalteten Proteinstruktur ein Zwei-Zustandsmodell, da dieser Prozess meist
hochkooperativ abla¨uft. [95–97] Wird der Entfaltungsprozess somit als Phasenu¨bergang
betrachtet, gilt folgende Gleichung: [98]
∆Gu = GU −GN = −∆SudT + ∆Vudp (1.1)
∆Su und ∆Vu sind gegeben als die A¨nderungen der Entropie und des Volumens wa¨h-
rend der Entfaltung. Des Weiteren ist die A¨nderung der freien Energie ∆Gu gegeben
aus der Differenz der freien Energien des entfalteten (GU) und nativen (GN) Zustands.
Der Phasenu¨bergang des nativen zum entfalteten Zustand kann u¨ber verschiedene ther-
16 Einleitung
modynamische (z.B. T, p), pH-Wert, Zugabe von Cosolventien, Konzentration an Co-
solventien,...) Parameter, die unabha¨ngig voneinander variiert werden ko¨nnen, hervor-
gerufen werden, sodass sich fu¨r die A¨nderung der freien Energie eine multidimensionale
Funktion ergibt:
∆Gu = ∆Gu,0 + f(T, p, pH,Cosolventien, cCosolventien, ...) (1.2)
Die Funktion f beinhaltet somit alle Systemparameter, die den N→U-U¨bergang charak-
terisieren. Hierzu za¨hlen u. a. A¨nderungen der Entropie, des Volumens, der Kompres-
sibilita¨t, der spezifischen Wa¨rme sowie der thermischen Expansion des Systems. Unter
der Annahme, dass die Kompressibilita¨t, die spezifische Wa¨rme sowie die thermische
Expansion des Systems nicht inha¨rent temperatur- oder druckabha¨ngig sind, kann fu¨r
den Phasenu¨bergang, bei dem ΔGu(T, p) = 0 ist, unter Beru¨cksichtigung, dass alle wei-
teren Systemparameter außer Temperatur und Druck konstant sind, eine Taylorreihe
bis zum Term 2. Ordnung um T0 und p0 entwickelt werden, die den Entfaltungsprozess
von Proteinen in Abha¨ngigkeit des Drucks und der Temperatur beschreibt: [11,13]





· (T − T0)2 + 1
2
∆κ′u · (p− p0)2
+ ∆α′u · (T − T0)(p− p0)
(1.3)
Hierbei kennzeichnet ∆, in Analogie zu Formel 1.1, die Differenz der jeweiligen Gro¨ße








= −V κ (1.4)
Mit κ dem isothermen Kompressibilita¨tskoeffizienten. Die isotherme Ausdehnung α′













= V α (1.5)
Mit α dem thermischen Ausdehungskoeffizienten. Die Wa¨rmekapazita¨t Cp, ist u¨ber die
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Somit ist zur Generierung des p, T -Phasendiagramms die Bestimmung der folgenden





∆Gu,0. Im Falle des Entfaltungsprozesses von Proteinen ergibt sich meist eine elliptische
Kurve, die die Phasengrenze beschreibt.
1.2.1 Einflu¨sse von Temperatur, Druck, Cosolventien und
Crowding
Wa¨hrend des temperatur-induzierten Entfaltungsprozesses vera¨ndert sich die native
Konformation eines Proteins aufgrund der Zufuhr thermischer Energie in eine unge-
ordnete Struktur, wodurch die Konformationsentropie ansteigt. Zudem gelangen hy-
drophobe, innere Bereiche des Proteins nach außen und werden durch umgebende
Wassermoleku¨le hydratisiert. [99] Durch die Hydratisierung hydrophober Bereiche ent-
stehen im Vergleich zur Struktur der umgebenden Wassermoleku¨le lokal geordnete-
re Wasserstrukturen. [100] Des Weiteren kann eine Zusammenlagerung intermolekularer
hydrophober Bereiche zur Proteinaggregation fu¨hren. [101] Hydrostatischer Druck stellt
neben der Temperatur und den Solvensbedingungen einen wichtigen physikalischen
Parameter dar, der das thermodynamische Gleichgewicht und die Geschwindigkeit von
Reaktionen modifizieren kann. Die Denaturierung von Proteinen wird meist mittels
hoher Temperaturen bei Atmospha¨rendruck oder durch Zugabe von chemischen De-
naturierungsmitteln, wie z.B. Guanidinhydrochlorid (GdmCl) oder Harnstoff studiert.
Die Interpretation der Ergebnisse ist teils komplex, da eine Temperaturvera¨nderung
immer mit einer gleichzeitigen A¨nderung des Volumens und der thermischen Energie
des Systems einhergeht. Werden chemische Denaturierungsmittel eingesetzt, ko¨nnen
thermodynamische Parameter durch die Bindung dieser Substanzen an das Protein be-
einflusst werden. [11] Der Einsatz von Druck als physikalischer Parameter zur Proteinde-
naturierung bietet den Vorteil, dass eine Drucka¨nderung ausschließlich zur A¨nderungen
des mit dem Entfaltungsprozesses verbundenen Volumens ∆Vu fu¨hrt.
[102] Ein weiterer
Vorteil ist die Mo¨glichkeit der schnellen Wiederherstellung der Ausgangsbedingungen,
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indem die Probe dekomprimiert wird, was in den meisten Fa¨llen zur Renaturierung
der Proteine fu¨hrt, da der druck-induzierte Entfaltungsprozess ha¨ufig reversibel ist. [103]
Unter der Annahme eines Zwei-Zustandsprozesses der druck-induzierten Proteindena-









Das partielle Volumen eines Solvats bzw. Proteins Vi in einem Solvens ist definiert als
das Verha¨ltnis der Volumena¨nderung, die auftritt, wenn das Protein i in diesem Solvens
gelo¨st wird und der Stoffmenge des Proteins, die im Solvens gelo¨st wurde, wa¨hrend die
Stoffmengen weiterer Komponenten konstant bleiben. Fu¨r eine ideale Mischung ergibt
sich Vi aus der Differenz des Volumens vor und nach dem Lo¨sen des Proteins. Jedoch
wird aufgrund von Hydratationseffekten durch die Lo¨sung des Proteins ebenfalls das
Volumen des Solvens selbst beeinflusst werden. Aus diesem Grund kann das partielle
Volumen Vi als Summe von intrinsischen Termen und eines Hydratationsterms definiert
werden: [103]
Vi = VAtom + VHohlra¨ume + ∆VHydratation (1.8)
VAtom stellt das Van-der-Waals-Volumen der Atome des Proteins dar, VHohlra¨ume be-
schreibt das Volumen an Hohlra¨umen eines Protein, die aufgrund einer imperfekten Pa-
ckung der nativen Proteinkonformation entstehen und ∆VHydratation stellt die Volumen-
a¨nderung basierend auf Interaktionen zwischen Solvat und Solvens dar. Da sich wa¨h-
rend der Faltung von Proteinen das Van-der-Waals-Volumen der Atome nicht a¨ndert,
kann die Volumena¨nderung des Entfaltungsprozesses wie folgt definiert werden: [103–105]
∆Vi = ∆VHohlra¨ume + ∆∆VHydratation (1.9)
Genannte Hydratationsbeitra¨ge resultieren maßgeblich aus der Hydratation hydropho-
ber und hydrophiler Gruppen des Proteins sowie der Hydratation von Proteinhohl-
ra¨umen. [106] Hierbei ist der Effekt der Hydratation geladener Gruppen im Verha¨ltnis
zur Hydratation hydrophober Bereiche gro¨ßer, da Ionen in Kontakt mit Wassermole-
ku¨len, basierend auf Coulomb-Kra¨ften, attraktive Wechselwirkungen mit den Dipolen
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dieser eingehen. [107,108] Allerdings wurde experimentell gezeigt, dass der Hauptbeitrag
der Volumena¨nderungen des Entfaltungsprozesses durch die Freisetzung proteininterner
Hohlra¨ume entsteht und zudem meist negativ ist. [13,106,109,110] In Analogie zu Gleichung










Hier stellt ∆V ‡ das Aktivierungsvolumen dar. Bei der Applikation von Druck wird
jede Reaktion, die mit einer Volumena¨nderung ungleich null verbunden ist seitens
des kompakteren Zustands verschoben (in U¨bereinstimmung mit dem Prinzip von Le
Chaˆtelier). Weiterhin wird jede Reaktion, die mit einer negativen A¨nderung des
Aktivierungsvolumens ∆V ‡< 0 verbunden ist, beschleunigt und ist ∆V ‡> 0, wird die
Reaktion verlangsamt.
Neben Temperatur und Druck ist ein weiterer wichtiger Parameter, der zur Stabi-
lisierung / Destabilisierung von Proteinen in Lo¨sung beitra¨gt, die Gegenwart von Co-
solventien, die somit ebenfalls auf Proteininteraktionen und -wechselwirkungen Ein-
fluss nehmen. Derartige chemische Verbindungen sind in vivo sehr ha¨ufig anzutreffen
und daher von essentieller Bedeutung fu¨r das Versta¨ndnis von Proteinstabilita¨ten und
-wechselwirkungen unter physiologischen Bedingungen. Natu¨rliche Osmolyte, wie Zu-
cker, Polyole, Aminosa¨uren oder Methylamine, werden u.a. von Meeresorganismen ak-
kumuliert, um dem osmotischen Druck entgegenzuwirken und somit das Zellvolumen
aufrecht zu erhalten. Außerdem tragen sie zur Stabilisierung des nativen Zustands von
Proteinen bei und werden daher ha¨ufig auch als chemische Chaperone bezeichnet. [5,6]
Im Falle des natu¨rlichen Osmolyts TMAO (Trimethylamin-N -Oxid) konnte in verschie-
denen Studien gezeigt werden, dass in Gegenwart dieser Verbindung Proteinstrukturen
gegenu¨ber Temperatur und Druck stabilisiert werden ko¨nnen. [112–115] Es wurde eben-
falls beobachtet, dass das chemische Gleichgewicht von Proteinassemblierungsreaktion
in Gegenwart von TMAO in Richtung der oligomeren Spezies verschoben wird. [116,117]
Die molekularen Mechanismen, die zu diesen Effekten fu¨hren, sind Gegenstand aktuel-
ler Forschungsarbeiten. TMAO weist in wa¨ssrigen Lo¨sungen starke Wechselwirkungen



























Abbildung 1.5: Strukturformeln von TMAO (a), Harnstoff (b) und dem Biopolysac-
charid Dextran (c).
So wurde eine Erho¨hung der Anzahl an Wasserstoffbru¨ckenbindungen pro Wassermole-
ku¨l und eine Sta¨rkung dieser in Gegenwart von TMAO nachgewiesen. [118] Des Weiteren
ist die Affinita¨t von TMAO zu Proteinseitenketten als auch zum Proteinru¨ckgrat ge-
ring, sodass der Osmolyt von der Proteinoberfla¨che preferentiell ausgegrenzt wird und
hierdurch eine stabilisierende Wirkung auf die Proteinstruktur resultiert, da intramole-
kulare Wechselwirkungen des Proteins gegenu¨ber TMAO - Protein-Wechselwirkungen
favorisiert werden. [6] Neueste Studien zeigen ebenfalls, dass TMAO in erho¨hten Kon-
zentrationen als molekularer Crowder fungieren kann. [114]
Im Vergleich zu TMAO weist der ebenfalls natu¨rliche Osmolyt Harnstoff, der in
vielen Lebewesen als ein Endprodukt des Harnstoffzyklus entsteht, eine gegensa¨tzli-
che Wirkung auf. Diese chaotrope Verbindung ist chemisch gesehen sehr a¨hnlich der
des Proteinru¨ckgrats. Eine verbreitete Hypothese des zugrundeliegenden Mechanismus
der Proteinentfaltung durch Harnstoff basiert daher auf den Interaktionen zwischen
Harnstoff und dem Proteinru¨ckgrat. Aufgrund der a¨hnlichen chemischen Eigenschaften
wird postuliert, dass Harnstoff um intramolekulare Wasserstoffbru¨ckenbindungen des
Proteinru¨ckgrats, die Sekunda¨rstrukturelemente wie α-Helices oder β-Faltbla¨tter stabi-
lisieren, konkurriert. [119–121] Weiterhin konnten Wechselwirkungen zwischen Harnstoff
und Proteinseitenketten nachgewiesen werden. [122–124] Da die entfaltete Konformation
von Proteinen eine ho¨here Anzahl an derartigen Wechselwirkungsmo¨glichkeiten auf-
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Abbildung 1.6: Schematische Darstellung einer hochkonzentrierten Lo¨sung an Makro-
moleku¨len und dem verfu¨gbaren Volumen (hellblau) fu¨r ein weiteres Protein a¨hnlicher
Gro¨ße. Modifizierte Darstellung nach A.P. Minton. [125]
weist als die native Konformation, wird das chemische Gleichgewicht zwischen nativer
und entfalteter Proteinstruktur, N
U, durch Harnstoff seitens der entfalteten Struktur
verschoben, da dieser Zustand des Systems enthalpisch begu¨nstigt ist. [6,121]
Eine charakteristische Eigenschaft biologischer Zellen ist die hohe Konzentration an
Makromoleku¨len, die etwa 30 % des Gesamtvolumens der Zelle einnehmen. [8] In die-
ser Umgebung laufen alle physiologischen Prozess ab und es wurde in verschiedenen
Studien gezeigt, dass sowohl die Stabilita¨t von Proteinen, als auch die Reaktionskine-
tik, wie z.B. Oligomerisierungsreaktionen, in hochkonzentrierten Lo¨sungen signifikant
beeinflusst werden. [125,126] Um diesen Effekt ex vivo simulieren zu ko¨nnen, werden Sub-
stanzen, wie beispielsweise langkettige hochverzweigte Polysaccharide (z.B. Dextran,
Ficoll) oder ebenfalls wasserlo¨sliche Polymere, wie Polyethylenglycol, eingesetzt. [126] So
wurde unter Einsatz dieser makromolekularen Crowder (engl.: crowded : u¨berfu¨llt) z.B.
eine Beschleunigung der Fibrillierungsreaktion von Amyloid-Fibrillen aus α-Synuclein
und der Selbstassemblierungsreaktion des HIV Kapsid-Proteins nachgewiesen. [127,128]
Weiterhin zeigten Studien bzgl. der Druckstabilita¨t von RNase A, dass die Druckresis-
tenz des Proteins in Gegenwart hoher Konzentrationen an Dextran signifikant erho¨ht
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werden kann und die thermische Stabilita¨t von SNase in Gegenwart von Ficoll drastisch
erho¨ht wird. [129,130] Theoretisch werden diese Beobachtungen auf Basis des
”
excluded
volume“-Effekts erkla¨rt (Abb. 1.6). So wird von einem Makromoleku¨l, das sich in einem
definierten Volumen befindet, zum einen das Volumen des Moleku¨ls selbst eingenommen
und zum anderen, bei hoher Konzentration, ein signifikantes Volumen des zur Verfu¨-
gung stehenden Volumens ausgeschlossen, sodass fu¨r ein weiteres Makromoleku¨l (z.B.
ein Protein) ein wesentlich geringeres Volumen zur Verfu¨gung steht. [125] Aus diesem
Grund erho¨ht sich die effektive Konzentration des Proteins (bezogen auf das noch zur
Verfu¨gung stehende Volumen). [131] Resultierende Effekte sind die Erho¨hung von Akti-
vita¨tskoeffizienten und Geschwindigkeitskonstanten von z.B. Assemblierungsprozessen
oder die Stabilisierung von nativen Proteinstrukturen. [8,129,130]
Etablierung eines Hochdruckmesssystems 23
2 Etablierung eines
Hochdruckmesssystems
2.1 Einleitung und Zielsetzung
Der Druckeffekt auf biologische Systeme ist neben dem Effekt von Temperatur und
Cosolventien oder Crowdern eine sehr interessante thermodynamische Gro¨ße, die de-
taillierte Informationen u¨ber thermodynamische und kinetische Eigenschaften biolo-
gischer Prozesse liefern kann. [132] Auch wenn druckabha¨ngige Analysen biologischer
Systeme im Vergleich zu temperaturabha¨ngigen Studien noch nicht so weit verbrei-
tet sind, existieren bereits eine Vielzahl an Analysemethoden, wie z.B. Messsysteme
fu¨r druckabha¨ngige NMR-, UV/Vis-, Fluoreszenz- oder IR-Spektroskopie. Des Weite-
ren konnten bereits Blitzlichtphotolyse-, Affinita¨tschromatographie-, Ro¨ntgenkleinwin-
kelstreuungs- und Stopped-Flow-Experimente unter Druck realisiert werden, dessen
Apparaturen bereits teilweise kommerziell verfu¨gbar sind. [109,111,132–142] Diese Messsys-
teme bieten allerdings keine oder nur eingeschra¨nkte Informationen bzgl. ra¨umlich-
zeitlicher Vera¨nderungen biologischer Systeme und sind ebenfalls nicht zur in situ-
Visualisierung der Probe geeignet. Diesbezu¨glich existieren zur Zeit nur sehr wenige
Messaufbauten, die jedoch im Wesentlichen nicht kommerziell verfu¨gbar sind oder zu
geringe Maximaldru¨cke aufweisen. [143,144] Zur Analyse der ra¨umlich-zeitlichen Vera¨n-
derungen und Visualisierung des Druckeffekts auf z.B. Biomembranen, Aktinfilamente,
-netzwerke, -bu¨ndel oder Zellen, wird in diesem Kapitel ein neu etabliertes Hochdruck-
Messsystem, basierend auf der Diamantstempeltechnik, die Dru¨cke bis etwa 16 kbar
zula¨sst, in Kombination mit konfokaler Laser-Raster-Mikroskopie, Phasenkontrastmi-
kroskopie und Fluoreszenzspektroskopie, beschrieben. Dieser Messaufbau ermo¨glicht
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die Charakterisierung der Probe mittels der genannten Techniken, ohne dass die Hoch-
druckzelle bewegt werden muss, was einen wesentlichen Vorteil bei der praktischen
Durchfu¨hrung der Experimente bietet. Des Weiteren wurde im Rahmen dieses Pro-
jektes, zum Zwecke der Hochdruck-Mikroskopie, ein interner Druckindikator kalibriert
und ein Hochdruck-FTIR-Messsystem automatisiert. Die Automatisierung dieses Mess-
systems kann prinzipiell auf weitere Messmethoden u¨bertragen werden und bietet eine
enorme Zeitersparnis im Vergleich zur manuellen Steuerung derartiger Hochdrucksys-
teme.
2.2 Etablierung eines Hochdruckmikroskopie- und
Spektroskopiesystems basierend auf der
Diamantstempeltechnik
2.2.1 Material und Methoden
Chemikalien
BaSO4 (Bariumsulfat) wurde dargestellt, indem a¨quimolare Mengen an Na2SO4 (Natri-
umsulfat) und BaCl2 (Bariumchlorid) (Sigma-Aldrich, Seelze, Deutschland), gemischt
wurden. Als Lo¨sungsmittel diente D2O. Nach Durchmischung der Probe kommt es
zur Bildung von NaCl und BaSO4. Das unlo¨sliche BaSO4 wurde durch mehrmalige
Zentrifugations- und Waschschritte vom lo¨slichen NaCl abgetrennt, wobei als Lo¨sungs-
mittel weiterhin D2O diente, da das Salz in spa¨teren IR-Experimenten Anwendung
finden sollte. FluoSpheres® mit einem Fluoreszenzanregungsmaximum von 580 nm, ei-
nem Emissionsmaximum von 605 nm und einem Partikeldurchmesser von 2µm wurden
von Life Technologies (Darmstadt, Deutschland) bezogen (Katalognr.: F-8826). Vor der
Verwendung wurde ein Aliquot an FluoSpheres® 1 : 100 in Wasser oder entsprechendem
Puffer verdu¨nnt. Anschließend wurde die Lo¨sung bei 1200 g fu¨r 15 min zentrifugiert, der
U¨berstand verworfen und erneut in Wasser oder entsprechendem Puffer resuspendiert.
Dieser Vorgang wurde dreimal wiederholt. BisTris (Bis-(2-hydroxyethyl)-amino-tris-
(hydroxymethyl)-methan) wurde von Sigma-Aldrich (Seelze, Deutschland) bezogen.
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Druckabha¨ngige FTIR-Spektroskopie
Druckabha¨ngige FTIR-spektroskopische Studien wurden an einem MAGNA 550 FTIR-
Spektrometer (Thermo Fischer Scientific, Waltham, MA, USA), ausgestattet mit ei-
nem Stickstoff-geku¨hlten MCT-Detektor (HgCdTe, Quecksilber-Cadmium-Tellur), im
Wellenzahlenbereich von 4000 - 650 cm-1 mit einer Auflo¨sung von 1 cm-1, durchgefu¨hrt.
Um Proben mit Dru¨cken bis zu ˜16 kbar auszusetzen, wurde eine membrangetriebe-
ne Diamantstempelzelle (Diacell® VivoDAC) der Firma Almax easyLab (Diskmuide,
Belgien) verwendet. Zum kontrollierten Druckaufbau wurde ein automatisierter, pneu-
matischer Druckregler der Firma GE verwendet (PACE 5000; vertrieben durch Almax
easyLab: iGM Controller). Als Abstandshalter und Probenraum diente ein Dichtungs-
ring aus Messing (Ø = 4 mm, d= 50µm) mit einer zentrierten Bohrung (d= 0.5 mm),
wodurch sich ein Probenvolumen von ˜10 nL ergibt. Dieser Dichtungsring wurde auf ei-
nem 730µm starken Diamantfenster (Diamant-Typ IIa, Almax easyLab) platziert und
3µL Probe auf die Bohrung aufgebracht. Als interner Druckindikator wurde die druck-
abha¨ngige Bandenverschiebung der SO4
2--Streckschwingung von Bariumsulfat (BaSO4)
mit einer Absorptionsbande bei ˜983.4 cm
-1 (bei Atmospha¨rendruck) verwendet. [145]
Phasenkontrastmikroskopie
Zur Phasenkontrastmikroskopie wurde ein inverses Mikroskop des Modells Eclipse
TE2000-U (Nikon, Melville, NY, USA) verwendet. Als Phasenkontrastobjektive dienten
ein Nikon CFI Plan Fluor ELWD 20× (NA 0.45, Phasenblende Ph1, Phasenring DM
(Dark Medium), WD (Working Distance) 7.4 mm) und ein Nikon CFI 10× (NA 0.25,
Phasenblende Ph1, Phasenring ADL (Apodized Dark Low), WD 6,2 mm, Nikon Inc.).
Die Aufnahmen wurden mittels einer integrierten Kamera Digital Sight DS-5Mc (Ni-
kon) durchgefu¨hrt, die u¨ber einen Kameracontroller Digital Sight DS-U1 (Nikon) und
der zugeho¨rigen Software ACT-2U (Nikon) gesteuert wird.
Konfokale Laser-Raster-Mikroskopie
Zur konfokalen Laser-Raster-Mikroskopie (engl.: Confocal Laser Scanning Microscopy,
CLSM) wurde ein invertiertes Nikon Eclipse TE300 Mikroskop (Melville, NY, USA)
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verwendet. Als Detektor diente ein Bio-Rad MRC-1024 (Hercules, CA, USA). Die
Proben wurden mittels eines Krypton-Argon-Lasers (Laserlinien: 488 nm, 568 nm und
647 nm, ALC 60WL, 15 mW, Dynamic Laser, Utah, USA) angeregt und das Laserlicht
mittels eines Nikon LU Plan ELWD 50×/0.55 B in die Probe fokussiert. Hierbei handelt
es sich um ein Trockenobjektiv, das einen Arbeitsabstand von 10.1 mm zur Probene-
bene ermo¨glicht. Zur Steuerung des Messsystems diente die Software LaserSharp2000
(BioRad, Hercules, CA, USA). Zur nachtra¨glichen Bildbearbeitung (Histogrammstretch







Abbildung 2.1: Nikon Eclipse TE300 Mikroskop (a). Das Mikroskop verfu¨gt, ne-
ben der Lampe oberhalb des Mikroskopietischs zur Anregung von Fluoreszenz, u¨ber
eine 100 W Quecksilberdampflampe (Nikon HB-10104AF) und einen Krypton-Argon-
Laser (ALC 60WL) (b). U¨ber die entsprechenden Filter im Filterwu¨rfel werden die
Anregungs- und Emissionswellenla¨ngen der Quecksilberdampflampe selektiert (modifi-
zierte Darstellung nach [147]).
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Temperatur- und druckabha¨ngige Fluoreszenzspektroskopie mittels K2
Fluoreszenzspektrometer
Temperatur- und druckabha¨ngige fluoreszenzspektroskopische Messungen wurden an
einem K2 Fluoreszenzspektrometer der Firma ISS (Champaign, Illinois, USA) durch-
gefu¨hrt. Als Hochdruckzelle wurde die HPCell der Firma ISS in Kombination mit
Quarzglasfenstern verwendet, wodurch ein Maximaldruck von 3 kbar ermo¨glicht wird.
Temperaturabha¨ngige Messungen wurden in Fluoreszenzku¨vetten des Typs 101-QS der
Firma Hellma (Mu¨hlheim, Deutschland) durchgefu¨hrt. Die Temperierung erfolgte mit
einem Thermostaten (F25-MV) der Firma Julabo (Seelbach, Deutschland).
2.2.2 Diacell® VivoDAC - Eine membrangetriebene
Diamantstempelzelle
Technische Details der Diacell® VivoDAC
Die Diamantstempelzelle (engl.: diamond anvil cell, DAC) Diacell® VivoDAC wird von
der Firma Almax easyLab (Diksmuide, Belgien) kommerziell vertrieben (Abb. 2.2).
Die Druckerzeugung beruht auf der Weiterentwicklung der Diamantstempeltechnik,
wie sie bereits 1959 von Weir et al. beschrieben wurde. [148] Anstatt von u¨blicherweise
zwei sich gegenu¨berliegenden Diamantstempeln, wird in dieser Zelle eine Diamantstem-
pel / Diamantfenster-Kombination verwendet (Abb. 2.2). Diese Bauweise ermo¨glicht die
Observierung der Probe durch das, in Relation zu Diamantstempeln wesentlich du¨nne-
re, Diamantfenster, wodurch die Anwendung von verschiedenen Mikroskopie-Techniken
ermo¨glicht wird. Ein weiterer Unterschied zur bisherigen Diamantstempeltechnik liegt
in der Methode des Druckaufbaus. Im Vergleich zu a¨lteren DAC-Modellen wird bei die-
sem Modell der Druck u¨ber eine du¨nne Gasmembran erzeugt, die vergro¨ßert wird und
letztendlich dazu fu¨hrt, dass der Diamantstempel auf die Probe dru¨ckt. Der Einsatz
eines pneumatischen Systems zur Druckerzeugung ermo¨glicht eine pra¨zise Steuerung
des Drucks und ermo¨glicht zudem die Automatisierung von Druckrampen.






























Abbildung 2.2: Seitenansicht der Diamantstempelzelle Diacell® VivoDAC der Firma
Almax easyLab (a,b) sowie oberer und unterer O¨ffnungswinkel des Zellgeha¨uses. In b
sind ebenfalls Justageschrauben des Sitzes fu¨r das Diamantfenster und den Diamant-
stempel eingezeichnet. Bauteile zur kompletten Assemblierung der Zelle (c). In Tabelle
2.1 finden sich die jeweiligen Bezeichungen der einzelnen Bauteile. Die technischen
Zeichnungen wurden freundlicherweise von der Firma Almax easyLab zur Verfu¨gung
gestellt und modifiziert dargestellt.
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Tabelle 2.1: Bezeichnungen der Einzelteile der Diacell® VivoDAC
dargestellt in Abbildung 2.2 c). Die Bezeichnungen wurden von der




2 seat, low hole
3 VivoDAC, lower retainer





9 VivoDAC, anvil ring
10 VivoDAC, upper retainer
11 screw, M2 ×5
12 screw, M1 ×3
13 screw, M1.6 ×8
14 single crystal window, diamond type IIa
15 gasketi, diameter = 3.95 mm
16 screw, M3 ×12
17 VivoDAC, pressure ring
18 gas membrane
19 diamond anvil, type Ia, x = 2.5 mm, h = 1.55 mm
i Als Dichtungsmaterial wurde entweder Messing (Dicke: 50 µm, halbhart, Cu:
63 %, Zn: 37 %) oder eine Kupfer-Berylliumlegierung (Dicke: 500µm, halbhart,
Cu: 98 %, Be: 2 %) mit einem Bohrungsdurchmesser von 500 µm verwendet. Die
Anfertigung der Dichtungen erfolgte in der hauseigenen Werkstatt. Die Materia-
lien wurden als Folie von der Firma GoodFellow (Bad Nauheim, Deutschland)
bezogen.
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Assemblierung der Diacell® VivoDAC
Vor der Assemblierung der Diamantstempelzelle, wurde vor allem das Diamantfenster
(14), der Diamantstempel (19) und die Auflagefla¨che (2) des Diamantfensters zuna¨chst
gru¨ndlich mit bidestilliertem Wasser und im Anschluss mit Ethanol gereinigt. Nach
erfolgter Reinigung wurde zuna¨chst das Diamantfenster in die vorgesehene Haltevor-
richtung (3) eingelegt. Anschließend kann die zuvor gereinigte Dichtung (15) auf das
Diamantfenster aufgelegt werden. Bevor die Probe aufgebracht werden kann, wurde
die Dichtung mit handelsu¨blicher Knete fixiert. Anschließend wird auf die Bohrung der
Dichtung, die einen Durchmesser von 500µm und eine Ho¨he von 50µm (Messingdich-
tungen) oder 500µm (Kupfer-Beryllium-Dichtungen) aufweisen, ein Probenvolumen
von 3 -5µL aufgetragen. Nun kann der Kolben (5) vorsichtig in den Zylinder (1) einge-
setzt werden, ohne ihn jedoch zuna¨chst komplett hinunterzudru¨cken. Bevor der Kolben
komplett in den Zylinder hinuntergedru¨ckt wurde, wird die Zelle auf ein Durch- und
Auflichtmikroskop (Researcher ICD LED) der Firma Bresser (Rhede, Deutschland)
aufgebracht. Unter dem Mikroskop, kann der Kolben hinuntergedru¨ckt werden, bis
der Diamantstempel in Kontakt mit der Dichtung kommt. Nun wird die Gasmembran
(18) aufgeschraubt bis der Kontakt zum Kolben spu¨rbar wird. Da die Membran eine
Schichtdicke von nur wenigen Mikrometern aufweist, wird hier, um eine Bescha¨digung
zu vermeiden, eine eigens fu¨r die Kontrolle des Anzugsdrehmoments der Verschraubung
angefertigte Vorrichtung auf die Membran geschraubt (Abb. 2.4 a).
Abbildung 2.3: Zylinder der
Diacell® VivoDAC (links). Das
Diamantfenster ist bereits in
die Haltevorrichtung eingelegt
worden. Ru¨ckansicht des Kol-
bens der Zelle (rechts). Im Zen-
trum des Kolbens ist der Dia-
mantstempel zu erkennen.
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U¨ber diese Aufnahme kann mittels eines Drehmomentschlu¨ssels die Gasmembran mit
einem Drehmoment von 500 cNm angezogen werden. Dieses Anzugsdrehmoment stellt
sicher, dass die Zelle dicht verschlossen ist. Nun kann das Ende der Kapillare (8) mit
dem Anschluss des pneumatischen Drucksteuerungssystems (GE PACE5000) verbun-
den werden (Kapitel 2.2.5).
a) b)
Abbildung 2.4: Vorrichtung zur kontrollierten Verschraubung der Membran mit dem
Zellzylinder. Zuna¨chst wird die Vorrichtung mittels zweier Ra¨ndelschrauben auf die
Membran geschraubt. Diese kann nun handfest auf den Zellzylinder geschraubt wer-
den. Die Sechskantaufnahme dient zum Ansetzen eines Drehmomentschlu¨ssels, um die
Membran mit einem Drehmoment von 500 cNm zu verschrauben (a). Diacell® Vivo-
DAC assembliert (b).
2.2.3 Implementierung eines modularen Fluoreszenzspektrometers
in ein konfokales Laser-Raster-Mikroskop
Da die fluoreszenzspektroskopischen Messungen in erster Linie zur Druckbestimmung
innerhalb der Diamantstempelzelle wa¨hrend Laser-Raster-Mikroskopie-Analysen die-
nen, ist es von Vorteil, diese direkt an Ort und Stelle der Mikroskopiemessungen durch-
fu¨hren zu ko¨nnen. Somit wird ein Wiederfinden von speziellen Stellen in der Probe stark
vereinfacht. Des Weiteren muss die Zelle nicht fu¨r jede Druckbestimmung vom Mi-
kroskopietisch entnommen werden bzw. nach der Druckbestimmung neu eingekoppelt
werden. Die Diamantstempelzelle Diacell® VivoDAC kann somit wa¨hrend der kom-
pletten druckabha¨ngigen Messungen auf dem Mikroskopietisch verbleiben. Prinzipiell
basiert das in dieser Arbeit aufgebaute Fluoreszenzspektrometer auf einer modularen
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Tabelle 2.2: Lichtleiter
Bezeichnung Anschluss øi /µm λ-Bereichii / nm Liii / m LTBRiv(STBR)v / cm
QP600-025-
SR-BX
SMA905 600 200 - 1100 0.25 24(12)
QBIF600-
040-SR-BX
SMA905 600 200 - 1100 0.4 24(12)
UM22-600 SMA905vi 600 180 - 1150 1.5 16.7(6.6)
i Durchmesser des Lichtleiters ii Arbeitsbereich iii La¨nge des Lichtleiters iv Langzeitbiegeradius
v Kurzzeitbiegeradius vi An einem Ende dieses Lichtleiters wurde der SMA905-Anschluss und der
komplette Schutzmantel (41.5 mm) entfernt. Das Ende der Glasfaser wurde poliert.
Bauweise. Fu¨r eine gro¨ßtmo¨gliche Flexibilita¨t wurde zur Weiterleitung von elektroma-
gnetischer Strahlung auf den Einsatz einer optischen Bank und fester optischer Bauteile
verzichtet. In dem hier vorgestellten Aufbau werden ausschließlich, die in Tabelle 2.2
dargestellten Lichtleiter zur Weiterleitung von Strahlung verwendet.
Als Quelle elektromagnetischer Strahlung zur Anregung von Fluoreszenz wurde eine
100 W Quecksilberdampf-Lampe des Mikroskops (Nikon HB-10104AF) verwendet. Der
Strahlengang, der ausgesandten Strahlung, trifft zuna¨chst auf einen Filterwu¨rfel (Tab.
2.3), bestehend aus einem Anregungsfilter ( ET Bandpass 545/25), einem Strahlteiler
(Strahlteiler T 565 LPXR) und einem Emissionsfilter (ET Bandpass 605/70). Das gefil-
terte Licht zur Anregung der Fluoreszenz wird im folgenden Verlauf des Strahlengangs
in das Objektiv des Mikroskops eingekoppelt. Anschließend wird das Anregungslicht
auf die Probe in der Diamantstempelzelle fokussiert, die somit zur Fluoreszenz angeregt
wird.
Tabelle 2.3: Optische Filter. Filter wurden von AHF Analysentechnik (Tu¨bingen,
Deutschland) bezogen.
Bezeichnung Typ T max
i / nm
ET Bandpass 545/25 Bandpass 535 - 556
Strahlteiler T 565 LPXR Strahlteiler 570 - 650 / Rmax
ii: 425 - 555
ET Bandpass 605/70 Bandpass 573 - 636
i Bereich Transmission > 95 % ii Bereich Reflexion > 95 %
Etablierung eines Hochdruckmesssystems 33
a) b)
Abbildung 2.5: Diacell® VivoDAC auf dem Mikroskopietisch des Nikon Eclipse
TE300 Mikroskops. Licht wird u¨ber das Objektiv unterhalb des Mikroskopietischs in die
fokale Ebene der Probe in der Zelle fokussiert (a). Anregungswellenla¨ngen und Emis-
sionswellenla¨ngen treten auf der oberen Seite der Hochdruckzelle wieder aus (b). Zur
konstanten Temperierung der Zelle wird ein Bandheizer benutzt. Foto: Roland Baege.
An diesem Punkt teilt sich der Strahlengang, da die emittierte Strahlung wieder zuru¨ck
in Richtung des Objektivs gelangen kann oder aus dem oberen Teil der Zelle austritt.
U¨ber den optischen Strahlengang des Objektivs trifft die emittierte Strahlung wieder
auf den Filterwu¨rfel, wodurch die reflektierte Anregungsstrahlung geblockt (Strahltei-
ler T 565 LPXR) und gleichzeitig die gewu¨nschten Fluoreszenzemissionswellenla¨ngen
(ET Bandpass 605/70) herausgefiltert werden. Die resultierende Strahlung wird zum
Okular des Mikroskops weitergeleitet, sodass die Fluoreszenz der Probe vom Anwen-
der beobachtet werden kann. Bei herko¨mmlichen Fluoreszenzspektrometern wird die
emittierte Strahlung u¨blicherweise in einem Winkel von 90° detektiert, damit die Anre-
gungswellenla¨ngen nicht ebenfalls auf den Detektor treffen. Diese Anordnung ist bei der
Verwendung der Diamantstempelzelle Diacell® VivoDAC nicht mo¨glich, da die Zelle
keine optischen Fenster im rechten Winkel zur Probe aufweist. D.h. die Detektion der
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emittierten Strahlung ist nur in Richtung des Strahlengangs, in der auch die Anregung
der Fluoreszenz erfolgt, mo¨glich (obere Zello¨ffnung). Aus dem oberen Teil der Zelle tritt
somit sowohl Strahlung der Anregungswellenla¨ngen als auch Strahlung der Emissions-
wellenla¨ngen aus. Zuna¨chst wird die gesamte Strahlung in einen Lichtleiter eingekop-
pelt, der direkt u¨ber dem Diamantstempel lokalisiert ist. Um einen mo¨glichst großen
Anteil der emittierten Strahlung der Probe in den Lichtleiter einzukoppeln, wurde die-
ser direkt oberhalb der Außenseite des Diamantstempels montiert. Die Außenseite des
Diamantstempels auf der oberen Seite der Hochdruckzelle und die austretende Strah-
lung sind in Abbildung 2.5 b zu erkennen. Da der Diamantstempel an der Außenseite
der Zelle einen sehr geringen zuga¨nglichen Durchmesser aufweist, wurde der Lichtleiter
an einem Ende vom Schutzmantel befreit. Des Weiteren wurde der SMA905-Anschluss
entfernt, sodass ein poliertes Ende der Glasfaser offenliegt.
Zur optimalen Positionierung des Lichtleiters in unmittelbarer Na¨he zur Außenseite
des Diamantstempels wurde eine Halterung fu¨r den Lichtleiter angefertigt, die auf den
oberen Teil der Zelle aufgeschraubt werden kann (Abb. 2.6 a). Da in den Lichtleiter so-
wohl Licht der Wellenla¨ngen des Anregungslichtes, als auch emittierte Strahlung gelan-




Abbildung 2.6: Die Fluoreszenz der Probe innerhalb der Hochdruckzelle kann auf-
grund der Bauweise nur im selben Strahlengang detektiert werden in dem die Probe
angeregt wird. Zur Detektion der Fluoreszenz der Probe wird die emittierte Strah-
lung und die Anregungswellenla¨ngen direkt oberhalb des Diamantstempels durch einen
Lichtleiter gesammelt (a) und gelangt u¨ber diesen zuna¨chst zu einem Bandpassfilter,
der die Anregungswellenla¨ngen blockt (b). Die emittierte Strahlung der Probe gelangt
durch den Bandpassfilter hindurch, wird wieder in einen Lichtleiter eingekoppelt und
gelangt zum Spektrometer.
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Tabelle 2.4: Fluoreszenzspektrometer - Ocean Optics Maya2000 Pro
Eigenschaft Spezifikation
Wellenla¨ngenbereich 380 - 840 nm
Detektor Hamamatsu S10420
Eingangsspalt 50 µm
Optische Auflo¨sung 0.8 nm
Beugungsgitter H1
Faseradapter SMA905
Integrationszeit 7.2 ms - 5 s
Schnittstelle USB
Software SpectraSuite
indem das Licht auf einen Bandpassfilter (ET Bandpass 605 / 70) trifft, der nur die ge-
wu¨nschten Wellenla¨ngen der emittierten Strahlung transmittiert (Abb. 2.6 b). Hierbei
erfolgt die Auskopplung aus und die Einkopplung in die Lichtleiter jeweils u¨ber eine
Kollimationslinse (74-UV) mit einem fokalen Abstand von 10 mm. Das in den Lichtleiter
(QP600-025-SR-BX) wieder eingekoppelte Licht wird zu einem Spektrometer (Ocean
Optics Maya2000 Pro) weitergeleitet (Tab. 2.4). Da sowohl das Probenvolumen als
auch die Fluorophorkonzentration sehr gering ist, wird ein Spektrometer verwendet,
das u¨ber ein hochsensitives CCD-Detektorarray verfu¨gt und eine Quanteneffizienz von
> 90 % gewa¨hrleistet.
Tabelle 2.5: Halterungen fu¨r optische Filter oder Ku¨vetten. Halterungen und Quarz-
glaslinsen wurden von Acal BFI (Dietzenbach, Deutschland) bezogen.
Bezeichnung Wegla¨ngei d ii / mm Sammellinsen Faseradapter
CUV-ALL-UV 1 cm 6.35 mm Vier 74-UV Quarzglaslinsen
(200 - 2000 nm)
SMA905
CUV-UV 1 cm 6.35 mm Zwei 74-UV Quarzglaslinsen
(200 - 2000 nm)
SMA905
i Optische Wegla¨nge der aus dem Lichtleiter ausgekoppelten Strahlung ii Maximale Schichtdicke des
Filters









Abbildung 2.7: Foto des etablierten Messsystems. Diamantstempelzelle mit Bandhei-
zer zur Temperierung (1), Lichtleiter zur Weiterleitung der emittierten Strahlung der
Probe als auch des Anregungslichtes (2), Filterhalter mit eingesetztem optischen Filter
zur Blockierung des Anregungslichtes (3), Spektrometer zur Detektion der emittierten
Strahlung (4), Temperaturregler zur Steuerung des Bandheizers (5), manueller Druck-
regler (wahlweise kann hier auch das automatisierte Druckregelsystem GE PACE5000
eingesetzt werden) der Diamantstempelzelle (6), Detektor des konfokalen Laser-Raster-
Mikroskops Bio-Rad MRC-1024 (7).
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2.2.4 FluoSpheres® als interner Druckindikator
Bei der Verwendung der Diamantstempelzelltechnik ist eine externe Druckmessung mit
einem Manometer aufgrund des geringen Probenvolumens nicht mo¨glich. Aus diesem
Grund werden Substanzen benutzt, die eine druckabha¨ngige Reaktion eines bestimm-
ten Messsignals aufweisen (Tab. 2.6). Da das Ziel dieses Projektes u. a. die Einkopp-
lung einer Diamantstempelzelle in ein Fluoreszenzmikroskopiesystem war, wurde ein
Druckindikator gewa¨hlt, der eine druckabha¨ngige Vera¨nderung der Fluoreszenzemissi-
on aufweist. Wie bereits aus der Literatur bekannt ist, weisen z.B. FluoSpheres® der
Firma Life Technologies (Darmstadt, Deutschland) diese Eigenschaft auf. [149] Hierbei
handelt es sich um kugelfo¨rmige Partikel, die aus Polystyrol bestehen und zusa¨tzlich
einen Fluorophor enthalten. Der Vorteil dieser kommerziell erha¨ltlichen Partikel ist
die große Vielfalt bzgl. Fluoreszenzanregung und -emission, Gro¨ße und chemischer Ei-
genschaften der Partikel. Da in zuku¨nftigen Studien hauptsa¨chlich die Laserlinien von
488 nm und 647 nm des Krypton-Argon-Lasers des Mikroskops zur Anregung der Pro-
benfluoreszenz verwendet werden sollen, wurden dementsprechend FluoSpheres® mit
einem Anregungsmaximum der Laserlinie 568 nm ausgewa¨hlt (FluoSpheres® F-8826).
Des Weiteren wurde ein Durchmesser von 2µm gewa¨hlt, da Partikel dieser Gro¨ße zu
keiner schnellen Sedimentation neigen und innerhalb des Auflo¨sungsbereiches des Mi-
kroskops liegen.
Tabelle 2.6: Interne Druckindikatoren zur Verwendung in Diamantstempelzellen.
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Abbildung 2.8: Druckabha¨ngige Bandenverschiebung der Fluoreszenzemission von
FluoSpheres® und der IR-Absorption von BaSO4. Die jeweiligen Peaks wurden auf
das Signalmaximum normiert. FluoSpheres®: Normierte Fluoreszenzintensita¨t I / I max
vs. Wellenla¨nge λ. BaSO4: Normierte Absorption A / Amax vs. Wellenzahl ν˜. Die einge-
zeichneten Pfeile zeigen jeweils die Richtung der Bandenverschiebung mit steigendem
Druck an.
Da diese Partikel somit, aufgrund ihrer Gro¨ße, neben den interessierenden Proben
ebenfalls visualisiert werden ko¨nnen, ist es mo¨glich sicherzustellen, dass keinerlei In-
teraktionen zwischen Probe und FluoSpheres® auftreten. Die Druckkalibrierung er-
folgte anhand der bekannten druckabha¨ngigen Verschiebung der symmetrischen SO4
--
Streckschwingung von BaSO4 bei einer Wellenzahl von 983.4 cm
-1. [145] In Abbildung 2.8
ist die druckabha¨ngige Verschiebung der mittels FTIR-Spektrometer gemessenen Ab-
sorptionsbande von BaSO4 und die korrespondierende druckabha¨ngige Verschiebung
der Fluoreszenzemission der verwendeten FluoSpheres®, die mittels des etablierten
Fluoreszenzspektrometers detektiert wurde, dargestellt.
Zur Bestimmung von Wendepunkten der Emissionsspektren der FluoSpheres® wur-
de ein Programm mittels Matlab® R2009b geschrieben, das eine zu¨gige Ermittlung des
Wendepunktes wa¨hrend des Experiments ermo¨glicht. Hierzu wird das Emissionsspek-
trum zuna¨chst aus der Software zur Steuerung des Fluoreszenzspektrometers (Spec-
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Abbildung 2.9: Druckabha¨ngige Verschiebung des Wendepunktes des Emissionsspek-
trums von FluoSpheres®. Die Druckkalibrierung der verwendeten Partikel anhand von
BaSO4 ergibt einen linearen Zusammenhang von Druck und Ordinatenverschiebung
des ersten Wendepunktes (rote Linie) des Emissionsspektrums mit folgendem mathe-
matischen Zusammenhang: p / bar = 688.5 ∆λ (R2 = 0.99).
traSuite) exportiert und anschließend in das Programm importiert. Infolgedessen wird
das Emissionsspektrum direkt graphisch dargestellt. Nun werden mit einem Faden-
kreuz die Fitgrenzen bzgl. der x -Achse ausgewa¨hlt, indem sie direkt im Spektrum mit
einem Klick der linken Maustaste festgelegt werden. Im Anschluss wird automatisch
eine Boltzmann-Funktion an die Daten angepasst und der ermittelte Wendepunkt
erscheint auf dem Bildschirm (Abb. 2.10).
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Abbildung 2.10: Matlab®-Programm zur Ermittlung des Wendepunktes von Emissi-
onsspektren / Bestimmung des Drucks innerhalb der Diamantstempelzelle. Es sind vier
Emissionsspektren der FluoSpheres® mit steigendem Druck (links nach rechts) und
die zugeho¨rigen Funktionsanpassungen (rot gestrichelte Linien) dargestellt. Mit dem
Fadenkreuz werden die Fitgrenzen der x -Achse ausgewa¨hlt. Infolgedessen startet die
automatische Fitprozedur und der Wendepunkt wird auf dem Bildschirm ausgegeben.
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Einfluss von Temperatur, pH-Wert und verschiedenen Puffern auf das
Emissionsspektrum von FluoSpheres®
In dieser Arbeit wurde bereits die Druckabha¨ngigkeit des Emissionsspektrums von
FluoSpheres® und die damit verbundene Mo¨glichkeit der Druckbestimmung inner-
halb von Diamantstempelzellen dargestellt. Da die Analysebedingungen verschiedener
Proben, wie z.B. Protein-, Lipid-, DNA- oder RNA-Lo¨sungen, unterschiedliche An-
spru¨che bzgl. der Temperatur, des Puffers oder des pH-Werts des Puffers aufweisen,
wurde die Abha¨ngigkeit des Emissionsspektrums der verwendeten FluoSpheres® von
diesen Gro¨ßen experimentell ermittelt. Zur Durchfu¨hrung wurde ein K2 Fluoreszenz-
spektrometer der Firma ISS verwendet. In Abbildung 2.11 sind die Emissionsspektren
der FluoSpheres® in verschiedenen Puffern und den damit verbundenen pH-Werten
dargestellt. Es wird klar ersichtlich, dass die verschiedenen Pufferbedingungen, wie
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Abbildung 2.11: Emissionsspektren der verwendeten FluoSpheres® in verschiedenen
Puffern und bidestilliertem Wasser. F-Puffer: 50 mM Tris-Cl, 10 mM Imidazol, pH 7.8,
10.6 mM ATP, 2 mM CaCl2, 2 mM MgCl2, 100 mM KCl, 2.4 mM DTT (Dithiothrei-
tol), 1 mM NaN3; GPMV-Puffer: 10 mM HEPES (2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-
ethansulfonsa¨ure), pH 7.4, 150 mM NaCl, 2 mM CaCl2; BisTris: pH 7.0. Die Messungen
wurden bei einer Temperatur von 20 °C und Atmospha¨rendruck durchgefu¨hrt.
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Abbildung 2.12: Emissionsspektren der verwendeten FluoSpheres® in BisTris pH 7.0
(a) und bidestilliertem Wasser (b) in Abha¨ngigkeit der Temperatur bei Atmospha¨ren-
druck.
der pH-Wert, die Anwesenheit verschiedener Salze oder weiterer Substanzen, keinen
signifikanten Einfluss auf das Emissionsspektrum aufweisen. Um die Auswirkung ver-
schiedener Temperaturen auf das Emissionspektrum der FluoSpheres® zu analysieren,
wurden diese in einem Temperaturintervall von 20 - 70 °C gemessen. In Abbildung 2.12
sind die Spektren in Abha¨ngigkeit der Temperatur in bidestilliertem Wasser und in
BisTris-Puffer dargestellt. Eine ansteigende Temperatur hat ebenfalls keine signifikan-
ten Auswirkungen auf das Maximum oder den Wendepunkt der Emissionsspektrum
dieser Partikel. Des Weiteren wurde untersucht, inwiefern die druckabha¨ngige Ver-
schiebung des Wendepunktes abha¨ngig von den Pufferbedingungen ist. In Abbildung
2.13 sind die druckabha¨ngigen Ordinatenverschiebungen des Wendepunktes der Emis-
sionsspektren von FluoSpheres® in H2O, F-Puffer, GPMV-Puffer und BisTris-Puffer
dargestellt. Es wird ersichtlich, dass innerhalb des experimentellen Fehlers der Daten
keine signifikanten Unterschiede der Steigung zu erkennen sind.
Die durchgefu¨hrten Studien deuten daraufhin, dass das Fluoreszenzemissionsspek-
trum der Partikel eine hohe Sensitivita¨t gegenu¨ber Druckvera¨nderungen aufweist, wo-
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Abbildung 2.13: Druckabha¨ngige Verschiebung des Wendepunktes des Emissionss-
pektrums von FluoSpheres® in verschiedenen Puffern. Die zugeho¨rigen linearen Funk-
tionsanpassungen sind als gepunktete Linien dargestellt.
hingegen der pH-Wert, Temperatur oder Vera¨nderungen der Pufferbedingungen keine
signifikanten Auswirkungen aufweisen. Des Weiteren ist die druckabha¨ngige Ordinaten-
verschiebung in allen gemessenen Puffern und Wasser im Rahmen des experimentellen
Fehlers identisch. Somit sind die verwendeten FluoSpheres® ein idealer Druckindikator
zur Verwendung in Diamantstempelzellen.
2.2.5 Automatisierung von Druckexperimenten
Im Rahmen dieser Arbeit wurde neben der Verwendung eines manuellen Drucksteue-
rungssystem ein automatisiertes System der Firma General Electric (Frankfurt am
Main, Deutschland) zur Steuerung der Diacell® VivoDAC installiert (GE PACE5000).
Dieser pneumatische Druckregler besitzt eine vollsta¨ndig digitale Regelung, um eine ho-
he Regelstabilita¨t und Anstiegsgeschwindigkeit zu bieten. Die Fehlergrenzen der Mess-
genauigkeit dieses Gera¨tes liegen bei 0.02 % des Messwertes + 0.02 % des Endwertes
und die der Regelgenauigkeit bei 0.005 % vom Endwert. Des Weiteren verfu¨gt der
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Druckregler zur Bedienung u¨ber einen beru¨hrungsempfindlichen Farbbildschirm. Im
Folgenden wird die Benutzung des Druckregelsystems zur Regelung des Drucks inner-
halb der Diamantstempelzelle Diacell® VivoDAC beschrieben. In Klammern werden
ebenfalls die no¨tigen Befehle zur Eingabe u¨ber den Touchscreen des Gera¨tes genannt.
Fu¨r detaillierte Informationen bzgl. der Menu¨fu¨hrung und Bedienung des Druckregel-
systems sei an dieser Stelle auf das Handbuch des Herstellers verwiesen.
Vor der Verwendung des Druckreglers erfolgte zuna¨chst eine Belu¨ftung des Systems
(Control Setup → Vent). Anschließend wurde in den Basis-Modus des Gera¨tes gewech-
selt (Measure Setup → Task → Basic). In diesem Modus kann der zu applizierende
Druck zuna¨chst manuell eingegeben werden. Die Eingabe von 0 bar stellt sicher, dass
kein U¨berdruck innerhalb des Systems vorhanden ist und somit kann nun die Kapillare
der Diamantstempelzelle mit der Kapillare des Druckregelsystems verbunden werden.
Nach erfolgtem Anschluss wird der Druck in 1 bar-Schritten auf einen Enddruck von
6 bar angehoben (Bsp.: Setpoint → 1 bar → Control) . Es wurde bei der Verwendung
von Messing-Dichtungen (Dicke = 50µM) empirisch festgestellt, dass ein Gasdruck von
˜6 bar innerhalb der Membran der Zelle zu keinem Druckanstieg innerhalb der Probe
fu¨hrt, jedoch sichergestellt ist, dass die Zelle (Diamantstempel und Diamantfenster)
dicht abschließt und somit ein Auslaufen der Probe verhindert wird. Eine weitere Er-
ho¨hung des Gasdrucks fu¨hrt zu einem direkten Druckanstieg innerhalb der Probe. Nun
wird ein Programm gestartet, das den Druck in kontrollierten Druck- und Zeitschrit-
ten automatisch erho¨ht. Tabelle 2.7 zeigt als Beispiel ein komplettes Programm, wie
es zur Durchfu¨hrung von druckabha¨ngigen FTIR-spektroskopischen Messungen (z.B.
Kapitel 3.2.2) verwendet wurde. Zuna¨chst werden beim Start des Programms Werte
fu¨r die Displayauflo¨sung und Einheit des Drucks, die Bandbreite des Sollwertes und die
Reglergeschwindigkeit initialisiert (Befehle 1 - 5). Im Anschluss pausiert das Programm
(Befehl 6) und wartet auf eine Anwenderbesta¨tigung zur Fortsetzung des Programms
und somit den Start der eigentlichen Druckrampe (Befehle 7 - 21). Befehl 7 initialisiert
den ersten Sollwert von 6 bar. In Befehl 8 wird die Regelung auf diesen Sollwert ge-
startet, die fu¨r 189 s (Befehl 10) andauert. Im Anschluss wird der Sollwert auf 6.2 bar
erho¨ht und die Regelung fu¨r einen Zeitraum von 429 s gestartet (Befehle 10 - 12).
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Tabelle 2.7: Programm - Automatisierte Druckrampe - GE PACE5000
Nr. Befehl Bedeutung
1 START Start des Programmablaufs
2 RESOLUTION = 4 Legt die Displayauflo¨sung fest: 4 Dezimalstellen
3 UNITS = 1 Einheiten in bar
4 IN LIMITS = 10 Bandbreiteneinstellung: Bei Regelung wird eine
Abweichung um 10 % vom Sollwert toleriert
5 RATE MAX Stellt die Reglergeschwindigkeit auf den Maximal-
wert ein
6 PAUSE Nach der erfolgten Initialisierung der bisherigen
Befehle wartet das Programm auf eine Besta¨ti-
gung des Anwenders
7 SETPOINT = 6 Initialisierung des Sollwertes von 6 bar
8 CONTROL Start Druckregelung
9 DWELL = 189 Regelung des Drucks erfolgt fu¨r 189 s
10 SETPOINT = 6.2 Initialisierung des Sollwertes von 6.2 bar
11 CONTROL Start Druckregelung
12 DWELL = 429 Regelung des Drucks erfolgt fu¨r 429 s
13 - 216 ... Weitere Erho¨hung des Drucks in Schritten von 0.2
bar und Regelung fu¨r 429 s bis zu einem Wert von
19.8 bar
217 SETPOINT = 20.0 Initialisierung des Sollwertes von 20 bar
218 CONTROL Start Druckregelung
219 DWELL = 429 Regelung des Drucks erfolgt fu¨r 429 s
220 SETPOINT = 0.0 Initialisierung des Sollwertes von 0 bar
221 CONTROL Start Druckregelung
222 DWELL = 60 Regelung des Drucks erfolgt fu¨r 60 s
223 VENT System wird belu¨ftet
224 END Ende des Programms
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In den Befehlen 13 -216 wird der Druck in Schritten von 0.2 bar bis auf 19.8 bar erho¨ht,
wobei der jeweilige Gasdruck fu¨r 429 s geregelt wird. Im Anschluss wird ein Sollwert von
20 bar initialisiert und ein letztes Mal fu¨r 429 s geregelt (Befehle 217 - 219). Zuletzt wird
der Sollwert auf 0 bar reduziert, fu¨r 60 s geregelt und infolgedessen kann das System be-
lu¨ftet werden (Befehle 220 - 223). Befehl 224 beendet das Testprogramm. Das in Tabelle
2.7 dargestellte Testprogramm des GE PACE5000 kann in Kombination mit der Dia-
mantstempelzelle Diacell® VivoDAC fu¨r druckabha¨ngige FTIR-spektroskopische Mes-
sungen verwendet werden. Um einen automatisierten Ablauf zu gewa¨hrleisten, werden
die Softwareeinstellungen des Spektrometers und des Testprogramms einander angegli-
chen.
Automatisierung von druckabha¨ngigen FTIR-spektroskopischen Messungen
Zur Durchfu¨hrung von druckabha¨ngigen Messungen mittels Diamantstempelzellen
im infraroten Bereich elektromagnetischer Strahlung wird ein FTIR-Spektrometer
MAGNA 550 der Firma Thermo Fischer Scientific (Waltham, MA, USA) verwendet.
In dieses Gera¨t wurde bereits in fru¨heren Arbeiten ein Spiegelsystem eingebaut, das die
Messungen in manuellen Diamantstempelzellen ermo¨glicht (Abb. 2.15). Dieses Strahl-
kondensorsystem fokussiert zuna¨chst die einfallende Strahlung auf das kleine Proben-
volumen der Diamantstempelzelle und im Anschluss erfolgt eine Fokussierung der aus-
tretenden Strahlung auf den Detektor des Gera¨tes. Um Messungen mittels der vorge-
stellten Diamantstempelzelle Diacell® VivoDAC durchzufu¨hren, wurde zuna¨chst eine
temperierbare Halterung angefertigt, die die Einkopplung dieser Zelle in das Spektro-
Abbildung 2.14: Diacell® VivoDAC
der Firma Almax easyLab eingesetzt
in die angefertigte, temperierbare Hal-
terung zum Einsatz in einem FTIR-
Spektrometer.
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meter ermo¨glicht (Abb. 2.14). Diese Halterung kann in das Strahlkondensorsystem des
Spektrometers eingebracht werden, damit die in der Diamanstempelzelle befindliche
Probe analysiert werden kann. Hierzu wird zuna¨chst der untere Teil der Halterung zwi-
schen den beiden Parabolspiegeln des Strahlkondensorsystems platziert (Abb. 2.15 a).
Anschließend kann die Diamantstempelzelle in den unteren Teil der Halterung gelegt
und mittels des oberen Teils der Halterung fixiert werden (Abb. 2.15 b). Somit ist die
Zelle in y- und z -Orientierung optimal durch die Halterung positioniert. Zuletzt wird
das Signal optimiert, indem eine Justierung in x -Orientierung erfolgt. Hierzu wird der
Detektor des Gera¨tes mit flu¨ssigem Stickstoff befu¨llt und anschließend kann die Inter-
ferogrammintensita¨t u¨ber die zugeho¨rige Software angezeigt werden. Dieser Wert kann







Abbildung 2.15: Strahlkondensorsystem der Firma PIKE Technologies (Madison,
WI, USA) im Probenraum des FTIR-Spektrometers Magna 550 (a). Zwischen den
beiden Parabolspiegeln ist die untere Ha¨lfte der temperierbaren Halterung der Dia-
mantstempelzelle bereits eingebaut. Nach dem Einsetzen der Zelle wird der obere Teil
der Zellhalterung mittels zweier Ra¨ndelmuttern montiert und somit die Zelle im Strah-
lengang fixiert (b). Zur Temperierung der Zelle wird ein Wasserbad angeschlossen.
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Nach optimaler Justierung ko¨nnen nun Spektren, der in der Diamantstempelzelle be-
findlichen Probe, gemessen werden. Um eine automatisierte Druckrampe ablaufen zu
lassen, mu¨ssen die Einstellungen der Spektrometersoftware (Omnic 7.2) bzgl. der Pa-
rameter Spektrenanzahl zur Mittelung, Gesamtanzahl an Spektren, Wartezeit zwischen
der Aufnahme zweier Spektren, mit denen des verwendeten Programms des Druckre-
gelsystems GE PACE5000 abgeglichen werden. Erfolgt die Aufnahme eines Spektrums
basierend auf der Mittelung von 256 Einzelspektren, beno¨tigt das Gera¨t hierzu ex-
akt 189 s. Das in dieser Arbeit geschriebene und verwendete Programm (Tab. 2.7) ist
auf diesen Wert abgestimmt. Des Weiteren wurde eine A¨quilibrierungszeit des Drucks
von 240 s verwendet. Somit ergibt sich fu¨r die A¨quilibrierung und Spektrenaufnahme
ein Zeitintervall von 429 s, wobei fu¨r das erste Spektrum der Druckrampe die A¨quili-
brierung manuell bzw. vor dem Start des Programms erfolgt (vgl. Tab. 2.7). In den
Softwareeinstellungen der Spektrometersoftware werden unter
”
Series → Series Setup“
diese Einstellungen beru¨cksichtigt, indem die in Tabelle 2.8 dargestellten Parameter
eingegeben werden.
Tabelle 2.8: Einzustellende Parameter im
”
Series Setup“ der
Spektrometersoftware Omnic 7.2 zur Synchronisation mit
dem Programm des automatischen Druckregelsystems.
Parameter Wert
No. of scans per spectrum 256
Total collection time 30888 s
Repeat time 429 s
Resolution 2 cm-1
Velocity 0.9494 cm s-1
Nach der in Kapitel 2.2.2 dargestellten Vorbereitung und Assemblierung der Hoch-
druckzelle, wird diese in das FTIR-Spektrometer eingesetzt und mit dem Druckregel-
system verbunden. Der Gasdruck wird, wie am Anfang dieses Kapitels beschrieben,
zuna¨chst manuell in 1 bar - Schritten auf einen Enddruck von 6 bar erho¨ht. Anschlie-
ßend wird das Testprogramm des GE PACE5000 (Tab. 2.7) gestartet. Das Programm
initialisiert nun Befehle 1 - 6 und pausiert, wobei auf dem Display des Gera¨tes der
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Button
”
Continue“ erscheint. An diesem Punkt wird die Serienaufnahme des FTIR-
Spektrometers mit den zuvor eingegebenen Parametern gestartet (Tab. 2.8). Im direk-
ten Anschluss an den Start der Serienaufnahme wird das Programm des Druckreglers
weitergefu¨hrt, indem der
”
Continue“ - Button beta¨tigt wird. Ab diesem Zeitpunkt la¨uft
die vollautomatische druckabha¨ngige Messung.
2.2.6 Testmessungen des Hochdruckmesssystems
Um das Auflo¨sungsvermo¨gen und die Bildqualita¨t innerhalb der Diamantstempelzelle
und unter Verwendung des Trockenobjektivs mit einem extralangen Arbeitsabstand
beurteilen zu ko¨nnen, wurde zuna¨chst eine Probe GPMVs (Giant plasma membrane-
derived vesicles) mikroskopiert, da die Untersuchungen dieser Modellmembransysteme
Teil aktueller und zuku¨nftiger Forschungen sind. Bei dieser Probe handelt es sich um
ein Membransystem, das direkt aus lebenden Zellen extrahiert wird und somit eine
physiologische Lipidzusammensetzung aufweist. Abha¨ngig von der Lipidkomposition
ko¨nnen Ld- und Lo-Phase in diesen Vesikeln koexistieren.
[152] Fu¨r detaillierte Informa-
tionen bzgl. der Herkunft und Pra¨paration dieser Vesikel sei an dieser Stelle auf folgen-
de Literaturstelle verwiesen: [153]. Abbildung 2.16 a zeigt eine Aufnahme von GPMVs
innerhalb der Hochdruckzelle. Die Lipidphasen wurden durch Fluorophore, die sich
spezifisch in Ld- und Lo-Phase einlagern, markiert. Zudem wurde der Probe der inter-
ne Druckindikator, FluoSpheres®, zugegeben, um eine Interaktion dieser Partikel mit
der Probe auszuschließen. Es ist ersichtlich, dass das Auflo¨sungsvermo¨gen innerhalb der
Diamantstempelzelle ausreichend hoch ist, um diese Art von Vesikeln zu studieren. Des
Weiteren konnte sichergestellt werden, dass keinerlei Interaktionen von FluoSpheres®
und der Probe auftreten. Es konnte ebenfalls dargestellt werden, dass auch Aktinbu¨n-
del innerhalb der Diamantstempelzelle visualisiert werden ko¨nnen (Abb. 2.16 b). Die
Herstellung dieser Bu¨ndel erfolgte wie in Kapitel 3.2.3 beschrieben. Hier wurde aller-
dings α-Aktin verwendet, das mit dem Fluorophor Atto488 gelabelt und von der Firma
HYPERMOL (Bielefeld, Deutschland) bezogen wurde.
Zur Visualisierung druckabha¨ngiger Vera¨nderungen der Struktur einer Probe wurde
zuna¨chst Wasser verwendet. Es ist bekannt, dass Wasser bei einer Temperatur von 10 °C
ab einem Druck von etwa 7.5 kbar von der flu¨ssigen Phase direkt in die Eis VI-Phase
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u¨bergeht. [154] Abbildung 2.18 zeigt zwei Videos. Zum einen wurde der in weniger als
einer Sekunde auftretende U¨bergang von der flu¨ssigen Phase in die Eis VI-Phase bei
einer Temperatur von 10 °C und einem Drucksprung von 7 kbar auf 8 kbar visualisiert
und zum anderen wurde der Druck im Anschluss abrupt auf 1 bar reduziert. Es ist zu
erkennen das der Anstieg des Drucks auf 8 kbar direkt die Bildung der Eis VI-Phase zur
Folge hat. Wird der Druck auf 1 bar reduziert, wird ebenfalls innerhalb von weniger als
einer Sekunde nach Druckentspannung die flu¨ssige Phase zuru¨ckgebildet. Diese Effekte
sind ebenfalls in Abbildung 2.17 dargestellt.
a) b)
Abbildung 2.16: Aufnahmen von GPMVs (a) und Aktinbu¨ndeln (b) mittels CLSM
innerhalb der Diamantstempelzelle bei 20 °C und 1 bar (a). Zur spezifischen Markie-
rung der Ld- und Lo-Phase wurden die Fluorophore NBD-DHPE (Lo-Phase, rot) und
N-Rh-DHPE (Ld-Phase, blau) verwendet. Zudem wurde der Probe der interne Druck-
indikator, FluoSpheres®, zugegeben (gru¨n). Maßsta¨be: 10µm.
a) c)b)
Abbildung 2.17: Phasenkontrastmikroskopie von Wasser innerhalb der Diamantstem-
pelzelle bei 1 bar (a) und 8 kbar (b) bei einer Temperatur von 10 °C. Als Druckindika-
tor wurden FluoSpheres® (helle punktfo¨rmige Stellen in Teilabbildung a) mit einem
Durchmesser von 2µm hinzugegeben (c).
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Abbildung 2.18: Videoaufnahmen der Bildung der Eis VI-Phase
von Wasser nachdem der Druck von 7 kbar auf 8 kbar erho¨ht wur-
de und bei Druckentspannung (8 kbar auf 1 bar). Temperatur: 10 °C.
Helle kugelfo¨rmige Stellen sind FluoSpheres®. Videos ko¨nnen nur im
PDF-Format abgespielt werden.
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2.2.7 Zusammenfassung und Schlussfolgerung
In diesem Projekt wurde eine kommerziell erha¨ltliche membrangetriebene Diamant-
stempelzelle (Diacell® VivoDAC) der Firma easyLab in Betrieb genommen. Hierbei
wurde zuna¨chst der Assemblierungsprozess der Zelle standardisiert, sodass diese nach
Assemblierung dicht abschließt, allerdings noch kein Druck innerhalb der Probe aufge-
baut wird. Im Folgenden wurde die Hochdruckzelle in ein FTIR-Spektrometer inkor-
poriert, um mittels eines bekannten internen Druckindikators (BaSO4, druckabha¨ngige
IR-Absorptionsbande) die Druckbestimmung innerhalb der Zelle zu ermo¨glichen. Mit-
tels IR-Spektroskopie ergibt sich zusa¨tzlich die Mo¨glichkeit der druckabha¨ngigen Ana-
lyse von Moleku¨lschwingungen und somit ko¨nnen beispielsweise druckabha¨ngige Un-
tersuchungen der Sekunda¨rstruktura¨nderungen von Proteinen oder Phasenu¨berga¨nge
von Lipiden durchgefu¨hrt werden. Da fu¨r derartige Experimente fu¨r eine exakte Aus-
wertung optimaler Weise kleine Druckschritte gewa¨hlt werden, sind druckabha¨ngige
IR-Messungen sehr zeitaufwendig. Aus diesem Grund wurde in diesem Projekt eben-
falls ein kommerziell erha¨ltliches, vollautomatisches Druckregelsystem (GE PACE5000)
installiert. Zu diesem Zweck wurde ein Programm zur Steuerung des Druckreglers ge-
schrieben und erprobt, das den genauen Ablauf der Druckrampe festlegt. Dieses au-
tomatisierte Messsystem bietet neben der Reduzierung der no¨tigen Arbeitszeit fu¨r die
Durchfu¨hrung einer Druckrampe ebenfalls erstmals die Mo¨glichkeit Druckrampen ohne
die Anwesenheit des Experimentators durchzufu¨hren (z.B. u¨ber Nacht), sodass in selber
Zeit wesentlich mehr Daten generiert werden ko¨nnen. Zur Etablierung eines Hochdruck-
mikroskopiesystems wurde aus Gru¨nden der Durchfu¨hrbarkeit davon abgesehen fu¨r je-
de Druckbestimmung ein IR-Spektrum zur Messung der druckabha¨ngigen Verschiebung
der Absorptionsbande von BaSO4 zu messen. Hierzu wurde ein interner Druckindikator
etabliert, dessen druckabha¨ngiges Signal an Ort und Stelle, also direkt auf dem Mikro-
skopietisch messbar ist: FluoSpheres®. Diese im Durchmesser 2µm großen fluores-
zierenden Partikel wurden anhand der bekannten druckabha¨ngigen Signalverschiebung
von BaSO4 kalibriert, da dessen Fluoreszenzemissionsbande ebenfalls eine starke Druck-
abha¨ngigkeit aufweist und zudem der Wendepunkt der Emissionsbande linear und ba-
thochrom mit steigendem Druck verschiebt. Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass
das Emissionsspektrum dieser Partikel keinerlei Sensitivita¨t gegenu¨ber Temperaturer-
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ho¨hungen, verschiedener Puffer und pH-Werte aufweist. Zur Messung von Fluoreszenz-
spektren wurde ein modular aufgebautes Spektroskopiesystem etabliert und in ein vor-
handenes konfokales Laser-Raster-Mikroskop (Nikon Eclipse TE300) integriert, das zu-
dem auch mobil ist, sodass eine spa¨tere Inkorporation in ein Phasenkontrastmikroskop
(Nikon Eclipse TE2000-U) problemlos mo¨glich war. Zur schnellen Ermittlung von druck-
abha¨ngigen Verschiebungen des Wendepunktes der jeweiligen Emissionsspektren der
verwendeten FluoSpheres® wurde mittels Matlab® ein Programm geschrieben, das
nach Einlesen des jeweiligen Emissionsspektrums automatisiert den Wendepunkt be-
stimmt und im Anschluss den zugeho¨rigen Druck ausgibt, sodass wa¨hrend des eigent-
lichen Experiments hierzu keine Zeit aufgewendet werden muss.
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3 Faltungsstabilita¨t von
Aktinstrukturen
3.1 Einleitung und Zielsetzung
Den gro¨ßten Anteil der Biospha¨re der Erde stellen die Ozeane mit einer durchschnittli-
chen Tiefe von etwa 3800 m und einer maximalen Tiefe von bis zu 11000 m (Marianen-
graben) dar. Eine Vielzahl an Meeresorganismen sind somit einem durchschnittlichen
Druck von 380 bar ausgesetzt, der das 380-fache des Atmospha¨rendrucks darstellt, der
an der Erdoberfla¨che herrscht. [9] Die Entdeckung piezo-, psychro- und thermophiler
Organismen, dessen natu¨rliche Habitate einen hohen hydrostatischen Druck und nied-
rige oder sehr hohe Temperaturen aufweisen, hat neue Fragen bzgl. der Strategien
der Organismen in Bezug auf die Mechanismen, die zu derartigen Druck- und Tempe-
raturesistenzen fu¨hren, aufgeworfen. [11] In der Vergangenheit wurde der Effekt hoher
hydrostatischer Dru¨cke an einer Vielzahl einfacherer biomolekularer Systeme, wie Li-
piddoppelschichten oder monomerer Proteine studiert. [12,129,138,155,156] In diesen Studien
konnte gezeigt werden, dass die Druckstabilita¨t von Proteinen im Wesentlichen auf fol-
genden Eigenschaften beruht: [111]
1. Ein geringes Volumen der Hohlra¨ume innerhalb des Proteins, die durch im-
perfekte Packung der Aminosa¨uren entstehen
2. Eine geringe hydrophobe Oberfla¨che, die fu¨r Solvensmoleku¨le zuga¨nglich ist
(SASA)
3. Ein geringer Anteil an Ionenpaaren innerhalb oder zwischen Aminosa¨ureresten
oder Untereinheiten
4. pi-pi-Wechselwirkungen zwischen aromatischen Aminosa¨uren (stacking effect)
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Untersuchungen von Druckeffekten auf komplexere biomolekulare Prozesse, wie me-
tabolische oder Signalweiterleitungsprozesse und Polymerisationsreaktionen, sind sehr
selten. Tatsa¨chlich geho¨ren Biomembranen (Lipiddoppelschichten) und Polymerisati-
onsreaktionen zu den drucksensitivsten Strukturen. [157–162] Bereits im Jahre 1966 fu¨hr-
ten Ikkai und Ooi erste Untersuchungen des Druckeffekts auf Aktin durch. [161] Die-
se Studie hat gezeigt, dass G-Aktin instabiler gegenu¨ber Druck ist im Vergleich zu
Aktinfilamenten und folgerten weiterhin, dass Druck das Gleichgewicht der G-zu-F -
Transformation in Richtung der monomeren Spezies verschiebt. Ikkai und Ooi konnten
ebenfalls einen stabilisierenden Effekt von ATP-gebundenem im Vergleich zu ADP-
gebundenem Aktin und Mg-G-Aktin im Vergleich zu Ca-G-Aktin nachweisen. [160] 1985
erforschten Swezey und Somero die Druckstabilita¨t verschiedener α-Aktin-Isoformen
von Organismen, dessen natu¨rliche Habitate Unterschiede in Bezug auf Temperatur und
Druck aufweisen. [159] Diese Arbeit hat gezeigt, dass druckinduzierte Volumena¨nderun-
gen des Proteins, die wa¨hrend des Entfaltungsprozesses auftreten, fu¨r Aktin-Isoformen
aus Organismen, die gewo¨hnlicherweise bei Atmospha¨rendruck vorkommen, im Ver-
gleich zu Isoformen von Tiefseeorganismen gro¨ßer ausfallen. Ikeuchi et al. haben die
Volumena¨nderungen von G- und F-Aktin zu -72 und -67 mL mol-1 bestimmt, sodass die
Packung der beiden Spezies relativ identisch zu sein scheint. [158]
Die Applikation hoher Dru¨cke auf Organismen, dessen natu¨rliches Habitat die Erd-
oberfla¨che darstellt, resultiert generell in signifikanten Vera¨nderungen der Morpholo-
gie und Aktivita¨t dieser Zellen. So haben in vivo-Studien gezeigt, dass hohe Dru¨cke
zur Zersto¨rung von Mikrotubuli und Dissoziation von Aktinfilamenten fu¨hren. [163–167]
Weiterhin korreliert eine Reduzierung von Aktinstressfasern mit der Morphologie von
Zellen, da diese u.a. fu¨r die mechanische Stabilita¨t der Zelle sorgen. [168] Im Falle des
Organismus Saccharomyces cerevisiae konnte bereits nachgewiesen werden, dass die
Organisation von Strukturen des Zytoskeletts sehr drucksensitiv ist und bereits bei
Dru¨cken von etwa 1 kbar gesto¨rt wird. Bei derartigen Dru¨cken werden Aktinbu¨ndel
in Knospen von Zellen bereits zersto¨rt, wobei kleinere Aktinstrukturen zuru¨ckbleiben
ko¨nnen. [164]
In Projekt 3.2 - Untersuchungen der Stabilita¨tsgrenzen von G-Aktin und
Aktin-Suprastrukturen soll die Struktur und Faltungsstabilita¨t von monomerem
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(G), filamento¨sem (F) und gebu¨ndeltem (B) Aktin in einem großen Temperatur- und
Druckbereich mittels FTIR-Spektroskopie in Kombination mit dynamischer Differenz-
kalorimetrie und Druck-Perturbations-Kalorimetrie, Ro¨ntgenkleinwinkelstreuung, kon-
fokaler Laser-Raster-Mikroskopie und Transmissionselektronenmikroskopie studiert, so-
dass schlussendlich das p, T -Phasendiagramm der verschiedenen Aktinspezies erstellt
werden kann. Das Ziel ist ein tieferes, mechanistisches Versta¨ndnis der temperatur- und
druckabha¨ngigen Faltungsstabilita¨t dieser Proteinstrukturen und somit eine Erkla¨rung
fu¨r die limitierte Druckstabilita¨t von Aktinstrukturen in vivo zu erhalten.
Neben Druck und Temperatur stellen die chemischen Eigenschaften und zellula¨ren
Konzentrationen an natu¨rlichen Osmolyten einen wesentlichen Parameter dar, der fu¨r
die Faltungsstabilita¨t von Proteinen in vivo maßgeblich ist. Organische kompatible Os-
molyte sind kleine Solute, die u. a. von Wasserorganismen hergestellt werden, um z.B.
dem osmotischen Druck entgegenzuwirken und somit das Zellvolumen aufrechterhalten
zu ko¨nnen. [5] Kompatible Osmolyte werden ebenfalls von piezo-, psychro- oder thermo-
philen Organismen akkumuliert. [6] Zu den in Zellen akkumulierten Osmolyten geho¨ren
z.B. Aminosa¨uren, Polyole, Zucker, Methylamine und Harnstoff, wobei Harnstoff nicht
zu den kompatiblen Osmolyten za¨hlt, da es eine Sto¨rung von in der Zelle befindlichen
Makromoleku¨len hervorrufen kann. [121,169] Einige kompatible Osmolyte haben einzig-
artige Eigenschaften und fungieren beispielsweise als Antioxidantien oder stellen Re-
doxgleichgewichte her; wiederum andere dienen der Zelle zur Stabilisierung der nativen
Faltung von Proteinen oder Ligandenbindung und wirken Sto¨rungen von Harnstoff,
einem natu¨rlichen Endprodukt des Harnstoffzyklus, anorganischen Ionen oder hohen
hydrostatischen Dru¨cken entgegen. [112,170]
In Projekt 3.3 - Einfluss von Cosolventien auf die Temperatur- und Druck-
stabilita¨t von F-Aktin sollen die natu¨rlichen Osmolyte TMAO und Harnstoff hin-
sichtlich ihrer Auswirkungen auf die Faltungsstabilita¨t von Aktinfilamenten, einem
wesentlichen Bestandteil des Zytoskeletts, untersucht werden. Hierzu sollen FTIR-
spektroskopische Untersuchungen und Analysen der Sekunda¨rstruktur des Proteins in
Kombination mit kalorimetrischen Studien in einem großen Temperatur- und Druck-
bereich durchgefu¨hrt werden.
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3.2 Untersuchungen der Stabilita¨tsgrenzen von G-Aktin
und Aktin-Suprastrukturen
3.2.1 Material und Methoden
Materialien und Probenpra¨paration
α-Aktin und TMR-α-Aktin (α-Aktin mit Tetramethylrhodamin gelabelt an Aminosa¨u-
re Cystein 374), isoliert aus Kaninchenmuskelzellen, wurden von HYPERMOL (Bie-
lefeld, Deutschland) bezogen. Da G-Aktin ab einer Konzentration von ˜5 mg mL
-1 oh-
ne die Zugabe von Salzen bzw. erho¨hter Ionensta¨rke polymerisieren kann, wurde ab
einer Proteinkonzentration >5 mg mL-1 TMR-gelabeltes Aktin verwendet, um die G-
zu-F-Transformation zu inhibieren [172]. Fourier-Transformations-Infrarotspektroskopie-
(FTIR, engl.: Fourier Transform Infrared) und Ro¨ntgenkleinwinkelstreuexperimente
(SAXS, engl.: Small-Angle X-Ray Scattering) an G-Aktin wurden in 50 mM Tris-Cl,
pD 8.6, 10 mM ATP, 2.4 mM Dithiothreitol (DTT), 2 mM CaCl2, 1 mM NaN3 (G-
Puffer) durchgefu¨hrt. Messungen an F-Aktin wurden in 50 mM Tris-Cl, 10 mM Imi-
dazol, pD 7.8, 10.6 mM ATP, 2 mM CaCl2, 2 mM MgCl2, 100 mM KCl, 2.4 mM DTT,
1 mM NaN3 durchgefu¨hrt. Aktinbu¨ndel (B-Aktin) wurden durch Zugabe von 50 mM
MgCl2 zu F-Aktin-Lo¨sungen hergestellt.
[173] Fu¨r kalorimetrische Messungen wurde un-
gelabeltes α-Aktin in 2 mM Tris-Cl, pH 8.2, 0.4 mM ATP, 0.08 mM CaCl2, 0.1 mM
DTT, 1 mM NaN3 verwendet. Kalorimetrische (DSC, PPC) und mikroskopische (TEM,
CLSM) Messungen an F- und B-Aktin wurden in identischen Pufferbedingungen durch-
gefu¨hrt, die auch in den FTIR-Experimenten benutzt wurden. Aufgrund der hohen Af-
finita¨t zu Aktinfilamenten wurde zur Visualisierung von B-Aktin in den durchgefu¨hrten
CLSM-Experimenten der Fluorophor Phalloidin–Tetramethylrhodamine B Isothiocya-
nat (Sigma- Aldrich, Seelze, Deutschland) verwendet, der nach der Hitze- oder Druck-
applikation zugesetzt wurde.
Teile dieser Studie wurden in folgender Referenz vero¨ffentlicht:
Rosin, C., M. Erlkamp, J. von der Ecken, S. Raunser, and R. Winter. 2014. Exploring the Stability
Limits of Actin and its Suprastructures. Biophys. J. 107(12): 2973-2983. [171]
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Temperatur- und druckabha¨ngige FTIR-Spektroskopie
Zur Durchfu¨hrung von temperaturabha¨ngigen FTIR-Experimenten wurde ein Nico-
let 5700-FTIR-Spektrometer der Firma Thermo Fischer Scientific (Waltham, MA,
USA) verwendet. Dieses Gera¨t ist mit einem MCT-Detektor (HgCdTe, Quecksilber-
Cadmium-Tellur) ausgestattet, der mit flu¨ssigem Stickstoff geku¨hlt wird und Spektren
in einem Wellenzahlenbereich von 4000 - 1100 cm-1 mit einer spektralen Auflo¨sung von
1 cm-1 aufnimmt. Ein Probenvolumen von ˜20µL wurde zwischen zwei runden Calci-
umfluorid (CaF2)-Fenstern (Maße: 25 x 4 mm, Pike Technologies, Madison, WI, USA),
die durch einen Dichtungsring aus Mylar-Folie (h: 50µm, Øinnen = 10.5 mm, effektives
Probenvolumen = 3.9µL) getrennt sind, appliziert und in eine temperierbare Vorrich-
tung eingesetzt. Die Temperatur der somit assemblierten Messzelle wurde vor jeder
Messung fu¨r die Dauer von 12 min a¨quilibriert.
Druckabha¨ngige Studien wurden an einem MAGNA 550 FTIR-Spektrometer (Ther-
mo Fischer Scientific, Waltham, MA, USA), ausgestattet mit einem Stickstoff-geku¨hlten
MCT-Detektor (HgCdTe, Quecksilber-Cadmium-Tellur), in einem Wellenzahlenbereich
von 4000 - 650 cm-1 mit einer Auflo¨sung von 1 cm-1, durchgefu¨hrt. Um Proben einem
Druck von bis zu ˜16 kbar auszusetzen, wurde eine membrangetriebene Diamantstem-
pelzelle (Diacell®VivoDAC) der Firma Almax easyLab (Diskmuide, Belgien) verwen-
det. Zum kontrollierten Druckaufbau wurde ein automatisierter, pneumatischer Druck-
regler der Firma GE verwendet (PACE 5000; vertrieben durch Almax easyLab: iGM
Conroller). Als Abstandshalter und Probenraum diente ein Dichtungsring aus Mes-
sing (Øaußen = 4 mm, h= 50 µm) mit einer zentrierten Bohrung (Øinnen = 0.5 mm), wo-
durch sich ein Probenvolumen von ˜10 nL ergibt. Dieser Dichtungsring wurde auf einem
730µm starken Diamantfenster (Diamant-Typ IIa, Almax easyLab) platziert und 3µL
Probe auf die Bohrung aufgebracht. Als interner Druckindikator wurde die druckab-
ha¨ngige Bandenverschiebung der SO4
2--Streckschwingung von Bariumsulfat (BaSO4)
mit einer Absorptionsbande bei ˜983 cm
-1 (bei 1 bar) verwendet. [145]
Sowohl in temperatur- als auch in druckabha¨ngigen FTIR-Experimenten wurde eine
Proteinkonzentration von 25 mg mL-1 verwendet. Die Temperatur der jeweiligen Mess-
zelle wurde mittels eines Digitalthermometers gemessen und mit einem externen Ther-
mostat (F32-HL) der Firma Julabo (Seelbach, Deutschland) mit einer Genauigkeit
60 Faltungsstabilita¨t von Aktinstrukturen
von ± 0.2 °C) reguliert (regulierbarer Temperaturbereich: 1 - 98 °C). Zur Optimierung
des Signal / Rausch-Verha¨ltnisses wurde der Probenraum kontinuierlich mit trockener
Luft (Adsorptionstrockner Typ 15, Zander, Essen, Deutschland) gespu¨lt. Fu¨r jede
Temperatur oder jeden Druck wurden 256 Spektren in Folge aufgenommen, gemit-
telt und mit einer Happ-Genzel-Funktion apodisiert. Die Spektrenaufnahme erfolgte
mit dem Softwarepaket Omnic 7.2 (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA).
Die erhaltenen Spektren wurden mittels der Software GRAM / AI 9.1 wie folgt pro-
zessiert und analysiert: Nach der Subtraktion des Pufferspektrums wurden die Spek-
tren gegla¨ttet und im Bereich der Amid-I’-Bande (1700 - 1600 cm-1) fla¨chennormiert.
Die Fourier-Selbstentfaltung (engl.: Fourier Self-Deconvolution, FSD), Bildung von
2. Ableitung und Differenzspektren ermo¨glichen die Identifikation von Subbanden der
Amid-I’-Bande und somit der Detektion von Konformationsa¨nderungen des Proteins.
Die Analysen der jeweiligen Amid I’-Bande von G-, F- und B-Aktin ergaben, dass acht
Subbanden zugrunde liegen. Nach dem Superpositionsprinzip wurde an die jeweilige
Amid-I’-Bande eine Linearkombination von acht Voigt-Funktionen angepasst, die die
Absorptionsbeitra¨ge verschiedener Sekunda¨rstrukturelemente des Proteins widerspie-
geln.
Tabelle 3.1: Sekunda¨rstrukturelemente und deren Absorptions-
banden im spektralen Bereich der Amid-I’-Bande [174]
Sekunda¨rstrukturelement Absorptionsregion / cm-1
Seitenketten < 1615
Intermolekulare β-Faltbla¨tter ˜1615, ˜1684
Intramolekulare β-Faltbla¨tter ˜1627, ˜1635
Ungeordnete Strukturen ˜1645
α-Helices ˜1655
Schleifen ˜1660 - ˜1670
Unter der Annahme eines Zwei-Zustands-Modells fu¨r den Proteinentfaltungs- oder Dis-
soziationsprozess kann eine Boltzmann-Funktion verwendet werden, um jeweils die
temperatur- (Gleichung 3.1) oder druckabha¨ngigen (Gleichung 3.2) sigmoidalen Ent-
wicklungen der Sekunda¨rstrukturelementpopulationen mathematisch zu beschreiben:
I =
If − Iu
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I =
If − Iu
1 + e−(p−pm)(∆Vu/RT )
+ Iu (3.2)
Der native oder entfaltete / dissoziierte Zustand des Proteins wird durch die jeweiligen
Plateauwerte der Bandenintensita¨ten If oder Iu beschrieben. Die U¨bergangstemperatur
Tm und -druck pu werden durch den Wendepunkt der jeweiligen Funktion wiedergege-
ben. Die thermodynamischen Parameter ∆H0u,vH und ∆Vu sind die A¨nderungen der
Standardreaktionsenthalpie (Van’t Hoff Enthalpie) und die Volumena¨nderung der
Entfaltungsreaktion. Zur Analyse thermisch-induzierter Vera¨nderungen der Sekunda¨r-
struktur von Proteinen wurde Gleichung 3.1 mittels einer globalen Funktionsanpassung
an die sigmoidalen Kurvenverla¨ufe der folgenden Sekunda¨rstrukturelemente angepasst:
α-Helices (˜1655 cm
-1), intramolekulare β-Faltbla¨tter (˜1627 cm
-1) und intermolekulare
β-Faltbla¨tter (˜1616 cm
-1). Druckabha¨ngige Vera¨nderungen der folgenden Sekunda¨r-
strukturanteile wurden analog unter Anwendung von Gleichung 3.2 ausgewertet: α-
Helices (˜1655 cm
-1), intramolekulare β-Faltbla¨tter (˜1635 und 1627 cm
-1). Sowohl in
temperatur- als auch in druckabha¨ngigen FTIR-Experimenten wurden ausschließlich
die genannten Sekunda¨rstrukturelemente zur Analyse verwendet, da diese im Vergleich
zu den weiteren Sekunda¨rstrukturanteilen, die zur Funktionsanpassung an die Amid-
I’-Bande verwendet wurden, eine hohe Temperatur- und Drucksensitivita¨t aufwiesen.
Dynamische Differenzkalorimetrie und Druck-Perturbations-Kalorimetrie
Sowohl dynamische Differenzkalorimetrie (engl.: differential scanning calorimety, DSC)
als auch Druck-Perturbations-Kalorimetrie (engl.: pressure perturbation calorimetry,
PPC) wurden mit einem VP-DSC-System der Firma MicroCal (Northampton, MA,
USA) durchgefu¨hrt, das mit entsprechendem Zubeho¨r fu¨r die Drucksprungtechnik aus-
gestattet ist. Das Volumen der Proben- und Referenzzelle dieses Systems betra¨gt
˜0.5 mL. Die Probenzelle wird mit der zu untersuchenden Proteinlo¨sung und die Re-
ferenzzelle mit der entsprechenden Pufferlo¨sung befu¨llt. Fu¨r DSC-Messungen wurde
eine Proteinlo¨sung mit einer Konzentration von 1.2 mg mL−1 mit einer Heizrate von
30 °C h−1 in einem Temperaturbereich von 20 - 90 °C gemessen. Zur Auswertung wur-
den die Thermogramme im Bereich des U¨bergangs um die Basislinie korrigiert. Mittels
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Fourier-Selbstentfaltung der erhaltenen Thermogramme wurden Subbanden iden-
tifiziert. Anschließend wurde der Peak mit einer entsprechenden Anzahl an Gauß-
Funktionen gefittet. PPC-Experimente wurden mit Proteinlo¨sungen einer Konzentrati-
on von 4 mg mL−1 in einem Temperaturbereich von 5 - 90 °C durchgefu¨hrt. Zur Applika-
tion von Druckspru¨ngen mit einem Druck von 5 bar wurde als Druckmedium Stickstoff
(N2) verwendet. Fu¨r jede Probe wurde ein Satz von Referenzmessungen von entspre-
chendem Puffer vs. Puffer, Puffer vs. Wasser und Wasser vs. Wasser durchgefu¨hrt. Zur
Auswertung der kalorimetrischen Datensa¨tze wurde die Software MicroCal Origin 7
verwendet. Die Analyse der DSC-Daten liefert die temperaturabha¨ngigen A¨nderungen
der Wa¨rmekapazita¨t ∆C0p,u, die Enthalpiea¨nderungen ∆H
0
u,cal und die U¨bergangstem-







Durch PPC-Experimente kann die Temperaturabha¨ngigkeit des thermischen Expan-
sionskoeffizienten α(T ) ermittelt werden, wobei die Integration des Peaks u¨ber den
entsprechenden Temperaturbereich T1 bis T2 des U¨bergangs die relative Volumena¨nde-
rung ∆Vu/V ergibt (Gleichung 3.3).
Transmissionselektronenmikroskopie
Ein Volumen von 4µL frisch pra¨pariertem F- oder B-Aktin werden auf ein zuvor glim-
mentladenes, kohlenstoffbeschichtetes Kupfer-Netz adsorbiert, bevor zur Negativfa¨r-
bung 0.75 % Uranylmethanoat (UO2(CHO2)2 · H2O) verwendet wurde (fu¨r detaillier-
te Informationen siehe Referenz [175]). Pra¨parierte Proben wurden mit einem JEOL
JEM-1400 Transmissionselektronenmikroskop (Peaboday, MA, USA), ausgestattet mit
einer LaB6-Kathode, bei einer Beschleunigungsspannung von 120 kV gemessen. Die
Visualisierung erfolgte mittels einer TVIPS TemCam-F416 CMOS Digitalkamera. Die
Druckapplikation der Proben bis zu einem Maximaldruck von 5 kbar erfolgte mit einem
Hochdruckautoklaven, der aus einer Nickelbasislegierung (Allvac 718) in der universi-
ta¨tseigenen mechanischen Werkstatt angefertigt wurde. Als Probenbeha¨lter wurde ein
Teflonzylinder mit einer Bohrung (Øinnen = 2 mm, h= 10 mm, V = 31µL) zur Befu¨llung
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der Probe angefertigt. Die Probenlo¨sung wurde mit einer Polymerfolie (Versiegelungs-
folie, DuraSeal™, Sigma-Aldrich, Seelze, Deutschland) vom verwendeten Druckmedium
(Wasser) getrennt. Eine F-Aktin-Lo¨sung mit einer Konzentration von 1 mg mL−1 in
50 mM Tris-Cl, 10 mM Imidazol, pH 7.8, 10.6 mM ATP, 2 mM CaCl2, 2 mM MgCl2,
100 mM KCl, 2.4 mM DTT, 1 mM NaN3 wurde druck- oder temperaturbehandelt.
B-Aktin wurde aus Lo¨sungen an F-Aktin (0.5 mg mL−1) hergestellt, indem 50 mM
MgCl2 hinzugegeben wurden und ebenfalls vor den TEM-Messungen druck- oder tem-
peraturbehandelt. Nach einer Inkubationszeit von 20 min wurden die Proben auf Eis
gelagert. Fu¨r die direkt im Anschluss erfolgten TEM-Messungen wurde die Protein-
konzentration empirisch angepasst, wobei zur Verdu¨nnung der entsprechende Puffer
verwendet wurde.
Konfokale Laser-Raster-Mikroskopie
Zur konfokalen Laser-Raster-Mikroskopie (engl.: Confocal Laser Scanning Microsco-
py, CLSM) wurden die Proben, wie bereits beschrieben (Kapitel 3.2.3 Transmissi-
onselektronenmikroskopie), druck- oder temperaturbehandelt und anschließend mit-
tels Phalloidin angefa¨rbt. Die Messungen erfolgten mittels eines invertierten Nikon
Eclipse TE300 Mikroskops (Melville, NY, USA). Als Detektor diente ein Bio-Rad
MRC-1024 (Hercules, CA, USA). Die Proben wurden mittels eines Krypton-Argon-
Lasers bei einer Wellenla¨nge von 568 nm angeregt und das Laserlicht mittels eines
Wasser-Immersionsobjektivs (Nikon Plan Apo 60×/1.2) in die Probe fokussiert.
Ro¨ntgenkleinwinkelstreuung
Ro¨ntgenkleinwinkelstreu-Experimente (engl.: Small-Angle X-Ray Scattering, SAXS)
wurden an einem SAXSess mc2 Messgera¨t der Firma Anton Paar (Graz, O¨sterreich)
durchgefu¨hrt. Der Ro¨ntgenstrahl wird mit einem Bragg-Gitter monochromatisiert
(λ= 1.54 A˚). Die Proben werden in einer 1-mm-Quarzkapillare vermessen, die sich in
einer temperierbaren Vorrichtung befindet. Die Streustrahlung wurde mit einer Bild-
platte (engl.: image plate) detektiert und zur Messung eines Streubildes betrug die
Messdauer 30 min. Die erhaltenen Daten wurden mit dem PCG Softwarepaket der
Firma Anton Paar prozessiert und analysiert.
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Bestimmung von Taschen und Hohlra¨umen innerhalb von Proteinen
Taschen und Hohlra¨ume innerhalb von Proteinen wurden mittels des Softwarepakets
CASTp-Server ermittelt. [176] Proteintaschen werden definiert als konkave Kavita¨ten,
die an der Proteinoberfla¨che eine Verengung aufweisen und fu¨r Wassermoleku¨le zu-
ga¨nglich sind. Proteinhohlra¨ume hingegen werden definiert als verborgene leere Ra¨ume
im Proteininneren, die fu¨r Wassermoleku¨le nicht zuga¨nglich sind. Proteintaschen und -
hohlra¨ume werden mit einer Kugel mit einem Durchmesser von 1.4 A˚, entsprechend dem
Radius eines Wassermoleku¨ls, bestimmt. Fu¨r eine detaillierte Beschreibung der Bestim-
mung von Proteintaschen und -hohlra¨umen seien an dieser Stelle folgenden Referenzen
erwa¨hnt: [177,178]. Der Beitrag der Proteintaschen und -hohlra¨ume zum Gesamtvolumen
des Proteins wurde unter Verwendung der molaren Volumina von 32200 mL mol−1 fu¨r
G-Aktin und 31480 mL mol−1 fu¨r F-Aktin berechnet. [179] Alle Berechnungen basierten
auf den PDB-Strukturen 1NWK [49] (G-Aktin) und 3G37 [78] (F-Aktin). Zur Visuali-
sierung von PDB-Strukturen wurde die Software
”
The PyMOL Molecular Graphics
System, Version 1.3, Schro¨dinger, LLC.“ verwendet. [44]
3.2.2 Temperatur- und Druckeffekte auf monomeres, filamento¨ses
und gebu¨ndeltes Aktin
Um Informationen u¨ber die temperatur- und druckabha¨ngigen Vera¨nderungen der Pro-
teinstrukturen und das Phasenverhalten von G-Aktin, F-Aktin und B-Aktin zu erhal-
ten, wurden folgende Analysemethoden in einem großen Temperatur- (5 - 90 °C) und
Druckbereich (1 - 15 kbar) eingesetzt: Fourier-Transformations-Infrarotspektroskopie
(FTIR-Spektroskopie), Dynamische Differenzkalorimetrie (DSC), Druck-Perturbations-
Kalorimetrie (PPC), Ro¨ntgenkleinwinkelstreuung (SAXS), Konfokale Laser-Raster-Mi-
kroskopie (CLSM) und Transmissionselektronenmikroskopie (TEM). Die Analysen der
FTIR-spektroskopischen Daten liefern Informationen u¨ber A¨nderungen der Sekunda¨r-
struktur von Proteinen und ebenso ko¨nnen damit einhergehende thermodynamische
Parameter wie A¨nderungen der Enthalpie, Entropie und des Volumens, die durch
den Entfaltungs- / Dissoziationsprozess resultieren, berechnet werden. Die eingesetz-
ten kalorimetrische Methoden (DSC und PPC) liefern zusa¨tzliche thermodynamische
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Informationen sowie Hydratations- und Volumena¨nderungen von Proteinen, die wa¨h-
rend Entfaltungs- oder Dissoziationsprozessen auftreten ko¨nnen. Zur Visualisierung von
temperatur- und druckinduzierten morphologischen Vera¨nderungen von Proteinstruk-
turen wurden die beiden bildgebenden Verfahren CLSM und TEM eingesetzt.
Temperatur- und Druckeffekte auf G-Aktin
Bevor temperatur- und druckabha¨ngige Vera¨nderungen der Amid-I’-Bande von Aktin
studiert werden ko¨nnen, wird diese hinsichtlich ihrer Zusammensetzung an Subban-
den analysiert, um Informationen u¨ber die Sekunda¨rstrukturanteile des Proteins im
nativen Zustand zu erhalten. Abbildung 3.1 zeigt die Amid-I’-Bande von monomerem
Aktin bei 20 °C und Atmospha¨rendruck. Zum einen kann aufgrund der auftretenden
Maxima der entfalteten Amid-I’-Bande eine Zuordnung von Subbanden erfolgen und
zum anderen auf Basis auftretender Minima in der 2. Ableitung der Amid-I’-Bande.
Die somit ermittelten Subbanden, die in Superposition an die experimentell ermittelte
Amid-I’-Bande angepasst werden, sind ebenfalls in Abbildung 3.1 eingezeichnet. Des
Weiteren wurden Banden beru¨cksichtigt, die z.B. erst bei ho¨heren Temperaturen oder
Dru¨cken auftreten oder zur Optimierung der Qualita¨t der Funktionsanpassung not-
wendig sind, bei der Fitprozedur aber konstant gehalten wurden. Hierbei handelt es
sich um intramolekulare β-Faltbla¨tter mit einem Absorptionsmaximum der Subbande
bei ˜1635 cm
-1. Die Population dieser β-Faltblatt-Spezies wird bei hohen Dru¨cken sta¨r-
ker akkumuliert. Des Weiteren wird eine Subbande bei ˜1645 cm
-1 beno¨tigt, um zum
einen die Qualita¨t der Funktionsanpassung zu gewa¨hrleisten und zum anderen ist es
aus physikalisch-chemischer Betrachtung sinnvoll, da es sich hierbei um ungeordnete
Strukturen der Polypeptidkette handelt, wie sie in den meisten Proteinen enthalten
sind.
Die Einwirkungen von steigender Temperatur (A) bei Atmospha¨rendruck und stei-
gendem Druck (B) bei einer Temperatur von 20 °C auf die Amid-I’-Bande von G-Aktin
sind in Abbildung 3.2 exemplarisch dargestellt. Die unterschiedliche Beeinflussung der
beiden Parameter ist bereits gut erkennbar und soll im Folgenden genauer analysiert
werden. Abbildung 3.3 zeigt temperatur- (F) und druckabha¨ngige (C) A¨nderungen
des FSD-Spektrums der Amid-I’-Bande von G-Aktin und ebenfalls sind prozentua-
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Abbildung 3.1: Amid-I’-Bande von G-Aktin ( ) bei 20 °C und Atmospha¨rendruck.
Zur Ermittlung von Subbanden wurde das FSD-Spektrum (schwarz gestrichelte Linie)
und die 2. Ableitung gebildet (blau gestrichelte Linie). Die zur Funktionsanpassung
(rote Linie) verwendeten Subbanden sind ebenfalls eingezeichnet.
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Abbildung 3.2: Effekt von Temperatur (A) und Druck (B) auf die Amid-I’-Bande
von G-Aktin. Teilabbildung (A) zeigt die auftretenden Vera¨nderungen der Amid-I’-
Bande in einem Temperaturintervall zwischen 20 und 90 °C bei Atmospha¨rendruck.
In Teilabbildung (B) sind die druckabha¨ngigen Effekte in einem Bereich von 1 bar bis
˜10 kbar bei einer Temperatur von 20 °C dargestellt. Pfeile zeigen in Richtung steigender
Temperatur bzw. steigendem Druck.
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Abbildung 3.3: Temperatur- und druckabha¨ngige FTIR-spektroskopische Analysen
von G-Aktin. A¨nderungen ausgewa¨hlter Sekunda¨rstrukturelemente bei verschiedenen
Temperaturen in Abha¨ngigkeit des Drucks (A, B, D) und temperaturabha¨ngige A¨nde-
rungen bei Atmospha¨rendruck (E). An die erhaltenen Daten wurden die Boltzmann-
funktionen 3.1 und 3.2 angepasst (als jeweilige Linie dargestellt). Druck- (C) und tem-
peraturabha¨ngige (F) A¨nderungen des Absorptionssignals des FSD-Spektrums von G-
Aktin.  α-Helix (1655 cm-1),  intramolekulare β-Faltbla¨tter (1635 cm-1), N intramo-
lekulare β-Faltbla¨tter (1627 cm-1), H intermolekulare β-Faltbla¨tter (1616 cm-1).
le A¨nderungen ausgewa¨hlter Sekunda¨rstrukturelemente als Funktion der Temperatur
(E) und des Drucks (A, B, D) dargestellt. In beiden Fa¨llen, steigender Temperatur
und steigendem Druck, werden maßgeblich die selben Sekunda¨rstrukturelemente des
Proteins beeinflusst: α-Helices (Absorptionsmaximum bei ˜1655 cm
-1), intramolekulare
β-Faltbla¨tter (Absorptionsmaxima bei ˜1635 cm
-1 und ˜1627 cm
-1) und intermolekulare
β-Faltbla¨tter (Absorptionsmaxima bzw. Aggregationsbanden bei ˜1616 cm
-1 und ˜1685
cm-1); (vgl. Tabelle 3.1).
Ro¨ntgenstrukturanalysen haben gezeigt, dass die Kristallstruktur von monomerem
Aktin (α-Aktin isoliert aus Kaninchenmuskel) mit gebundenem ATP einen helikalen
Anteil von 41 % und 20 % β-Faltbla¨tter aufweist. [172] Die in dieser Arbeit erhaltenen
Ergebnisse weisen einen sehr a¨hnlichen Anteil an α-Helices von ˜40 % auf. Der Anteil an
β-Faltbla¨ttern hingegen fa¨llt im Vergleich zur Kristallstruktur etwas ho¨her aus (˜30 %),
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was vermutlich auf etwas unterschiedliche Absorptionskoeffizienten der verschiedenen
Sekunda¨rstrukturelemente zuru¨ckzufu¨hren ist. Da in den folgenden Studien ausschließ-
lich relative A¨nderungen der jeweiligen Sekunda¨rstrukturelemente betrachtet werden,
wird dem keine besondere Bedeutung beigemessen. Aus Abbildung 3.3 wird ersichtlich,
dass eine Erho¨hung der Temperatur oder des Drucks in der Messzelle eine signifikante
Verringerung an helikalen Strukturen und intramolekularen β-Faltbla¨ttern (˜1627 cm
-1)
innerhalb des Proteins zur Folge hat. Hingegen weisen Temperatur und Druck bzgl. der
Spezies an β-Faltbla¨tter, absorbierend bei ˜1635 cm
-1, einen unterschiedlichen Effekt
auf. Die durchgefu¨hrten, temperaturabha¨ngigen Studien zeigen, dass zwischen 20 und
50 °C keine signifikanten Vera¨nderungen der nativen Struktur des Proteins auftreten
(Abb. 3.3 E). Die thermische Entfaltung von G-Aktin beginnt ab einer Temperatur
von u 50 °C und wird durch eine Verringerung von α-Helices (˜14 %) und intramole-
kularen β-Faltbla¨ttern (˜4 %) begleitet. Weiterhin werden im Temperaturintervall von
˜50 - 63 °C antiparallele intermolekulare β-Faltbla¨tter gebildet, die bei Wellenzahlen von
˜1685 cm
-1 und ˜1616 cm
-1 ein Absorptionsmaximum aufweisen. Diese IR-Signaturen
sind charakteristisch fu¨r eine thermisch induzierte auftretende Proteinaggregation. Die
globale Funktionsanpassung unter Verwendung von Gleichung 3.1 an die experimen-
tellen Daten (Abb. 3.3 E) liefert eine Entfaltungstemperatur, Tm, von 56± 2°C und
eine A¨nderung der Van’t Hoff Enthalpie ∆H0u,vH von 483± 101 kJ mol-1 fu¨r den
thermisch induzierten Entfaltungsprozess von G-Aktin. Aufgrund der Tatsache, dass
die thermische Entfaltung von G-Aktin, wie bei den meisten Proteinen, irreversibel
ist, dienen die erhaltenen thermodynamischen Daten nicht als Absolutwerte, sondern
ausschließlich zum Vergleich der verschiedenen Aktinspezies (G-, F- und B-Aktin) un-
tereinander. [180–182] Mit ansteigendem Druck erho¨ht sich der Anteil an intramolekularen
β-Faltbla¨tter (1635 cm-1) und der prozentuale Anteil an intramolekularen β-Faltbla¨tter
mit einem Absorptionsmaximum bei 1627 cm-1 (kennzeichnend fu¨r β-Faltbla¨tter mit
sta¨rkeren Wasserstoffbru¨ckenbindungen) sinkt gleichzeitig ab (Abb. 3.3 A, B, D). Die
Analyse der druckabha¨ngigen FTIR-Studien bei Temperaturen zwischen 5 und 50 °C
ergeben unter Anwendung von Formel 3.2 U¨bergangs- bzw. Entfaltungsdru¨cke pm zwi-
schen ˜1 und ˜2.5 kbar, wie aus dem somit erstellten p-T -Phasendiagramm ersichtlich
wird (Abb. 3.4). Bei einer konstanten Temperatur von 20 °C liegt der Entfaltungsdruck
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Abbildung 3.4: p-T -Phasendiagramm von G-Aktin.
von G-Aktin bei 1988 bar. Dieser Wert ist im Rahmen des experimentellen Fehlers
in sehr guter U¨bereinstimmung mit einer Studie von Ikeuchi et al. [158], in der, basie-
rend auf fluoreszenzspektroskopischen Methoden, Druckeffekte auf G-Aktin studiert
wurden. Unter Anwendung von Gleichung 3.2 kann ebenso die Volumena¨nderung ∆Vu
die mit dem druckabha¨ngigen U¨bergangsprozess des Proteins einhergeht, bestimmt
werden. Im Falle von G-Aktin weisen die Volumena¨nderungen folgenden Werte auf:
-12± 9 mL mol-1 (T = 5 °C), -16± 6 mL mol-1 (T = 20 °C), -35± 14 mL mol-1 (T = 35 °C)
und -45± 13 mL mol-1(T = 50 °C), die im Rahmen des experimentellen Fehlers einen
a¨hnlichen Wert aufweisen.
Als Mechanismus fu¨r die druckinduzierte Entfaltung von Proteinen wird generell die
Freisetzung von Hohlra¨umen innerhalb des Proteins, elektrostriktive Effekte von durch
den U¨bergangsprozess neu exponierten und polaren hydratisierten Gruppen sowie die
Verringerung von hydrophoben Interaktionen diskutiert. [155] Da die Polymerisationsre-
aktion von Aktin ein entropisch begu¨nstigter Prozess ist, deutet dies daraufhin, dass
gerade hydrophobe Interaktionen eine kritische Rolle darstellen, die bekannterweise
durch Druck verringert werden ko¨nnen und die einzigen nicht-kovalenten Bindungen
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darstellen, dessen Ausbildung mit positiven A¨nderungen der Enthalpie und Entropie
verbunden sind. [159,183] Das DSC-Thermogramm von G-Aktin weist einen breiten Peak
zwischen 48 und 66 °C mit einer Durchschnittsu¨bergangstemperatur von 59.5 °C auf
(Abb. 3.6). Dieses Ergebnis ist in guter U¨bereinstimmung mit gegebenen Literaturda-
ten. [184,185] Um etwaige Subbanden zu finden, wurden Fourier-Selbstentfaltungsfunktionen
auf den Peak angewendet, wodurch zwei Subprozesse mit U¨bergangstemperaturen von
56.5 (Peak 1) und 60.3 °C (Peak 2) ermittelt werden konnten; ebenfalls in guter U¨ber-
einstimmung mit bisherigen Literaturdaten. [185] Die identifizierten Subbanden deuten
somit auf einen thermisch induzierten biphasischen Entfaltungsprozess hin. Um die
Reversibilita¨t des Entfaltungsprozesses zu pru¨fen, wurde im direkten Anschluss an die
Aufnahme des ersten Thermogramms von selbiger Probe erneut ein Thermogramm
aufgenommen (Daten nicht dargestellt), das keinerlei U¨berga¨nge mehr aufweist. Somit
scheint die thermische Entfaltung von G-Aktin irreversibel zu sein.
Analysen mittels Ro¨ntgendiffraktometrie haben gezeigt, dass G-Aktin aus zwei Haupt-
doma¨nen (I und II) besteht, die u¨ber eine α-Helix miteinander verknu¨pft sind und eine
Nukleotidbindungstasche bilden. [49] Somit ist der biphasische Entfaltungsprozess ver-
mutlich auf die sequentielle Entfaltung der beiden Hauptdoma¨nen des Proteins, die
durch eine Bindungstasche getrennt sind, zuru¨ckzufu¨hren, wie bereits von Bertazzon et
al. vorgeschlagen. [186] Der thermisch induzierte U¨bergang des nativen Proteinzustan-
des in den entfalteten Zustand, bzw. die Integration des DSC-Peaks, resultiert in einer
Enthalpiea¨nderung fu¨r diesen Prozess von ∆H0u,cal = 364± 34 kJ mol-1. Dieser Wert liegt
etwas unterhalb der spektroskopisch bestimmten Enthalpiea¨nderung ∆H0u,vH, basierend
auf einem Zwei-Zustands-Modell. Bisherige Studien an G-Aktin mittels Ro¨ntgenklein-
winkelstreuung unter a¨hnlichen Bedingungen haben gezeigt, dass der Gyrationsradius
von G-Aktin ˜23.7 A˚ betra¨gt.
[40] In einer weiteren Studie von Norman et al. wird der
Gyrationsradius zu ˜27.0 A˚ bestimmt.
[187] Die erhaltenen Streudaten in dieser Arbeit
ergeben einen Gyrationsradiusradius rG von 30.8 A˚. Bei na¨herer Betrachtung der Ab-
standsverteilungsfunktion (Abb. 3.5) ist eine leichte Schulter im Bereich um ˜70 A˚ zu
erkennen. Der ho¨here Wert, im Vergleich zu den bereits publizierten Daten, resultiert
vermutlich aus vorhandenen Populationen an Aktindi- und trimeren, die gro¨ßere Gy-
rationsradien aufweisen und somit den Peak zu gro¨ßeren Werten hin verbreitern. Bei
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Abbildung 3.5: Ro¨ntgenkleinwinkelstreuexperimente an G-Aktin. A) Streukurve
(schwarze Linie) von 10 mg mL-1 G-Aktin bei einer Temperatur von 25 °C. Die Funk-
tionsanpassung ist als rote Linie eingezeichnet. Nach Korrektur des Linienfokus (Ent-
schmierung) und Hintergrundsignals wird die in blau dargestellte Kurve erhalten. B)
Abstandsverteilungsfunktion p(r) von G-Aktin. Diese Messungen wurden in Zusam-
menarbeit mit Dr. Mirko Erlkamp durchgefu¨hrt.
den in dieser Arbeit zu kalorimetrische Messungen eingesetzten relativ hohen Prote-
inkonzentrationen an G-Aktin ko¨nnten somit bereits Populationen an Dimeren und
Trimeren entstanden sein.
Abbildung 3.6 zeigt die Temperaturabha¨ngigkeit des thermischen Expansionskoeffi-
zienten α(T ) von G-Aktin. Unter Verwendung eines partiellen spezifischen Volumens υ0
von 0.749 mL g-1 [188] und einer molekularen Masse von 42348 Da fu¨r G-Aktin, kann die
thermisch induzierte Volumena¨nderung des Proteins, die mit dem Entfaltungsprozess
einhergeht, bestimmt werden. Die Integration von α(T ) u¨ber das Temperaturintervall
des U¨bergangs (bestimmt durch die genauere DSC-Messung) liefert eine Volumena¨nde-
rung ∆Vu von -36± 20 mL mol-1 fu¨r den thermisch induzierten Entfaltungsprozess von
G-Aktin. Bezogen auf das Gesamtvolumen des Proteins handelt es sich hierbei um einen
Beitrag von ˜0.1 %. Die computergestu¨tzte Bestimmung von Hohlra¨umen innerhalb von
G-Aktin (basierend auf der PDB-Struktur: 1NWK [49]) mittels der Software CASTp-
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Abbildung 3.6: Kalorimetrische Analyse von G-Aktin. Das mittels DSC erhalte-
ne Thermogramm wurde mittels zweier Gauß-Funktionen (grau gestrichelte Linien)
angepasst (schwarze Linie). Die erhaltenen PPC-Daten () wurden im Bereich des
thermischen U¨bergangs (grau schraffierter Bereich) integriert (schwarz gestrichelte Li-
nien). Ebenfalls ist zum Vergleich die Temperaturabha¨ngigkeit der intermolekularen
β-Faltbla¨tter (1616 cm-1) (H) aus den bereits vorgestellten FTIR-Experimenten einge-
zeichnet.
Server [176] liefert einen Wert von 24 mL mol-1, der in sehr guter U¨bereinstimmung mit
dem experimentell bestimmten Wert ist und einen prozentualen Anteil von ˜0.0075 %
am Proteinvolumen ausmacht (Abb. 3.7). Allerdings muss hier erwa¨hnt werden, dass
es sich bei experimentell ermittelten apparenten Volumena¨nderungen, die mit der ther-
mischen Entfaltung einhergehen, ebenfalls um Hydratationsbeitra¨ge handeln kann, da
sich die fu¨r das Solvens zuga¨ngliche Proteinoberfla¨che vera¨ndert.
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Abbildung 3.7: 3D-Ba¨ndermodell der Kristallstruktur von G-Aktin mit ge-
bundenem ATP (PDB-Struktur: 1NWK [49]). Proteintaschen (konkave Kavita¨-
ten, die an der Proteinoberfla¨che eine Verengung aufweisen und fu¨r Wasser-
moleku¨le zuga¨nglich sind) und Proteinhohlra¨ume (verborgene leere Ra¨ume im
Proteininneren, die fu¨r Wassermoleku¨le nicht zuga¨nglich sind) sind in blau dar-
gestellt. Das berechnete Gesamtvolumen von Proteintaschen und -hohlra¨umen
betra¨gt ˜1.1 % des Gesamtvolumens von G-Aktin. Das Volumen der Protein-
taschen allein betra¨gt relativ zum Gesamtvolumen des Proteins ˜0.0075 %.
Das 3D-Ba¨ndermodell wurde mittels
”
The PyMOL Molecular Graphics Sys-
tem, Version 1.7.4 Schro¨dinger, LLC.“ [44] basierend auf der Kristallstruktur
1NWK [49] dargestellt.
Temperatur- und Druckeffekte auf F-Aktin
In Abbildung 3.8 ist die Amid-I’-Bande von F-Aktin in nativer Konformation bei 20 °C
und Atmospha¨rendruck dargestellt. Ebenfalls eingezeichnet sind die Subbanden, die im
Folgenden zur Analyse von Temperatur- und Druckeffekten dienen. Diese Banden wur-
den anhand der 2. Ableitung und des FSD-Spektrums der Amid-I’-Bande bestimmt.
Die Einwirkungen von steigender Temperatur (A) bei Atmospha¨rendruck und steigen-
dem Druck (B) bei einer Temperatur von 20 °C auf die Amid-I’-Bande von F-Aktin
sind in Abbildung 3.9 exemplarisch dargestellt. Die unterschiedliche Beeinflussung der
beiden Parameter ist bereits gut erkennbar und wird im Folgenden genauer analysiert.
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Abbildung 3.8: Amid-I’-Bande von F-Aktin ( ) bei 20 °C und Atmospha¨rendruck.
Zur Ermittlung von Subbanden wurde die Amid-I’-Bande entfaltet (schwarz gestrichel-
te Linie) und die 2. Ableitung gebildet (blau gestrichelte Linie). Die zur Funktionsan-
passung (rote Linie) verwendeten Subbanden sind ebenfalls eingezeichnet.
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Abbildung 3.9: Effekt von Temperatur (A) und Druck (B) auf die Amid-I’-Bande
von F-Aktin. Teilabbildung (A) zeigt die auftretenden Vera¨nderungen der Amid-I’-
Bande in einem Temperaturintervall zwischen 20 und 90 °C bei Atmospha¨rendruck.
In Teilabbildung (B) sind die druckabha¨ngigen Effekte in einem Bereich von 1 bar bis
˜10 kbar bei einer Temperatur von 20 °C dargestellt. Pfeile zeigen in Richtung steigender
Temperatur bzw. steigendem Druck.
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Der native Zustand von Aktinfilamenten weist innerhalb der Amid-I’-Bande des
IR-Spektrums zwei Hauptbanden bei Wellenzahlen von ˜1655 cm
-1 (α-Helices) und
˜1628 cm
-1 (intramolekulare β-Faltbla¨tter) auf (Abb. 3.10 F). Die thermisch denatu-
rierte Struktur des Proteins hingegen zeigt zwei ausgepra¨gte Banden bei Wellenzahlen
von ˜1616 cm
-1 und ˜1685 cm
-1 (intermolekulare β-Faltbla¨tter), die charakteristisch fu¨r
eine erfolgte Proteinaggregation sind. Bis zu einer Temperatur von ˜67 °C sind keine
signifikanten A¨nderungen innerhalb der Sekunda¨rstrukturelemente des Proteins detek-
tierbar. Ab einer Temperatur von ˜70 °C beginnt der thermische U¨bergang, der ein-
deutig durch eine stark sinkende Population an α-Helices (˜13%) und intramolekularen
β-Faltbla¨ttern (˜8%) charakterisiert ist. Gleichzeitig steigt der Anteil an intermoleku-
laren β-Faltbla¨ttern drastisch an (˜23%). Ab einer Temperatur von ˜79 °C liegt das
Protein in thermisch denaturierter und aggregierter Form vor und die Vera¨nderungen
innerhalb der Protomerstruktur werden ersichtlich. Die mittels Formel 3.1 bestimm-
te U¨bergangstemperatur Tm betra¨gt 75.5± 2 °C und die Standardreaktionsenthalpie
∆H0u,vH wird zu 821± 141 kJ mol-1 bestimmt.
Steigender Druck fu¨hrt zu einer Abnahme der Sekunda¨rstrukturanteile von α-Helices
bei ˜1655 cm
-1 und intramolekularen β-Faltbla¨ttern bei ˜1627 cm
-1. Der Anteil der Spe-
zies an intramolekularen β-Faltbla¨ttern (˜1635 cm
-1), charakterisiert durch schwa¨che-
re Wasserstoffbru¨ckenbindungen, steigt hingegen an. Die druckinduzierte Proteinent-
faltung tritt je nach Temperatur (10, 20, 25, 40, 60 °C) zwischen 3.3 und 4.1 kbar
auf. Aus den gewonnenen temperatur- und druckabha¨ngigen Daten wurde das p-T -
Phasendiagramm von F-Aktin erstellt (Abb. 3.11). Die ermittelten Volumena¨nderun-
gen ∆Vu, die wa¨hrend der druckabha¨ngigen Entfaltung des Proteins auftreten, sind, wie
auch bei der monomeren Spezies, sehr klein (O(∆V ) = ˜1 Wassermoleku¨l = 18 mL mol-1
(T = 20 °C)) und haben ein negatives Vorzeichen: -29.2 mL mol-1 (10 °C), -21.1 mL mol-1
(20 °C), -20.1 mL mol-1 (25 °C), -14.1 mL mol-1 (40 °C), -21.2 mL mol-1 (60 °C). Diese klei-
nen Volumena¨nderungen, die bei starker Kompression auftreten, deuten auf eine sehr
dichte Packung bzw. sehr kleine Hohlra¨ume des Proteins hin. Sowohl der temperatur-
als auch der druckabha¨ngige Entfaltungs- / Dissoziationsprozess von F-Aktin sind mit
einer Abnahme von α-Helices und einer Spezies intramolekularer β-Faltbla¨ttern mit
sta¨rker ausgepra¨gten Wasserstoffbru¨ckenbindungen verbunden (˜1627 cm
-1). Allerdings
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Abbildung 3.10: Temperatur- und druckabha¨ngige FTIR-spektroskopische Analy-
sen von F-Aktin. A¨nderungen ausgewa¨hlter Sekunda¨rstrukturelemente bei verschie-
denen Temperaturen in Abha¨ngigkeit des Drucks (A, B, D) und temperaturabha¨n-
gige A¨nderungen bei Atmospha¨rendruck (E). An die erhaltenen Daten wurden die
Boltzmannfunktionen 3.1 und 3.2 angepasst (als jeweilige Linie dargestellt). Druck-
(C) und temperaturabha¨ngige (F) A¨nderungen des Absorptionssignals der entfalte-
ten Amid-I’-Bande von F-Aktin.  α-Helix (1655 cm-1),  intramolekulare β-Faltbla¨tter
(1635 cm-1), N intramolekulare β-Faltbla¨tter (1627 cm-1), H intermolekulare β-
Faltbla¨tter (1616 cm-1).
wird die Spezies intramolekularer β-Faltbla¨tter mit schwa¨cheren Wasserstoffbru¨ckenbin-
dungen (˜1635 cm
-1) unterschiedlich beeinflusst: Eine Kompression der Probe fu¨hrt zu
einer Akkumulation dieser β-Faltblatt-Spezies. Hohe Temperaturen hingegen scheinen
keinen Einfluss auf diese Population zu nehmen. DSC-Analysen von F-Aktin weisen
einen Peak zwischen 69 und 78 °C auf und die Integration des Peaks ergibt eine endo-
therme Enthalpiea¨nderung von 874± 36 kJ mol-1. Die Analyse des Peaks mittels FSD-
Methoden ergibt, dass der Peak des thermischen U¨bergangs von F-Aktin in mehrere
Subbanden zerlegt werden kann (Abb. 3.12). Im Falle der thermischen Denaturierung
von F-Aktin handelt sich um einen triphasischen U¨bergang. Peak 1 (73.8 °C) und Peak 2
(75.2 °C) sind wahrscheinlich auf eine partielle Entfaltung von Monomeren innerhalb
der Polymerkette der Filamente zuru¨ckzufu¨hren. Diese partielle Entfaltung begru¨n-
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Abbildung 3.11: p-T -Phasendiagramm von F-Aktin.
det vermutlich die folgende hochkooperative Dissoziation des Filaments bei ˜75.7 °C
(Peak 3), die zu dieser sehr scharfen Peakform fu¨hrt. Der exotherme Peak 4 mit ei-
nem Minimum bei einer Temperatur von 76.3 °C ist mit hoher Wahrscheinlichkeit auf
die Aggregation thermisch denaturierter Aktinmonomere zuru¨ckzufu¨hren, wie auch be-
reits durch Levitsky et al. beschrieben wurde. [189] Dieses Aggregationsverhalten wird
ebenfalls durch die hier vorgestellten FTIR-Daten verifiziert, die einen starken Anstieg
an intermolekularen β-Faltbla¨tter im selben Temperaturintervall aufweisen (Abb. 3.10
und 3.12). Unter Verwendung einer molekularen Masse von 42348 g mol-1 und einem
partiellen spezifischen Volumen υ0 von 0.632 mL g
-1 [188] wird die Volumena¨nderung des
thermisch induzierten U¨bergangs via Integration des thermischen Expansionskoeffizi-
enten α(T ) bestimmt (Abb. 3.12). Die so berechnete Volumena¨nderung ∆Vu betra¨gt
26 mL mol-1 bei T = Tm und Atmospha¨rendruck. Dies entspricht einem prozentualen
Anteil von ˜0.1 % des gesamten Proteinvolumens. Die computergestu¨tzte Berechnung
von Proteinhohlra¨umen mittels der frei verfu¨gbaren Software CASTp-Server ergibt,
basierend auf der PDB-Struktur 3G37 [78] von F-Aktin, einen Wert von 29 mL mol-1,
also einen prozentualen Anteil von 0.09 % am Gesamtproteinvolumen. Dieser Wert ist
78 Faltungsstabilita¨t von Aktinstrukturen
































Abbildung 3.12: Kalorimetrische Analyse von F-Aktin. Das mittels DSC erhalte-
ne Thermogramm wurde mittels vier Gauß-Funktionen (grau gestrichelte Linien)
angepasst (schwarze Linie). Die erhaltenen PPC-Daten () wurden im Bereich des
thermischen U¨bergangs (grau schraffierter Bereich) integriert (schwarz gestrichelte Li-
nien). Ebenfalls ist zum Vergleich die Temperaturabha¨ngigkeit der intermolekularen
β-Faltbla¨tter (1616 cm-1) (H) aus den bereits vorgestellten FTIR-Experimenten einge-
zeichnet.
in sehr guter U¨bereinstimmung mit dem experimentell bestimmten Wert.
Zur Visualisierung von Temperatur- und Druckeffekten auf die Morphologie von
Aktinfilamenten wurden F-Aktin-Proben pra¨pariert und anschließend Dru¨cken von
1.5 kbar, 3 kbar, 4 kbar und 5 kbar fu¨r einen Zeitraum von 20 min ausgesetzt (Abb.
3.13). Um das thermisch induzierte Aggregationsverhalten von Aktinfilamenten zu vi-
sualisieren wurden Proben bei einer Temperatur von 90 °C fu¨r einen Zeitraum von
20 min inkubiert. Nach der Dekompression/Hitzeinkubation der Proben wurden diese
direkt auf Eis gelagert, um eventuelle reversible Reaktionen zu blockieren bzw. auf ein
Minimum zu reduzieren. In Abbildung 3.13 A sind pra¨parierte Filamente bei Atmo-
spha¨rendruck und einer Temperatur von 25 °C zu sehen. Die gute Qualita¨t der Proben
und Auflo¨sung des Messsystems ist ersichtlich; die helikale Struktur der Filamente ist
sehr gut zu erkennen - selbst die kleine und große Furche der Helix werden sichtbar
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Abbildung 3.13: Mikrofotografien von F-Aktin mittels TEM. F-Aktin-Proben wurden
verschiedenen Dru¨cken fu¨r einen Zeitraum von 20 min ausgesetzt. Anschließend wurden
die Proben dekomprimiert und mikroskopiert (A-E). TEM-Aufnahmen von F-Aktin
bei Atmospha¨rendruck (A) und nach Druckapplikation von 1.5 kbar (B), 3 kbar (C),
4 kbar (D) und 5 kbar (E). Zur Visualisierung der thermisch induzierten Aggregation
des Proteins wurde die Probe bei einer Temperatur von 90 °C fu¨r einen Zeitraum von
20 min inkubiert (F). Maßstabsskala: 100 nm. Die TEM-Aufnahmen wurden in Zusam-
menarbeit von Julian von der Ecken (MPI Dortmund, Arbeitsgruppe: Prof. Dr. Stefan
Raunser) durchgefu¨hrt.
(Abb. 3.13 A, 2-fache Vergro¨ßerung). Die Kompression von Aktinfilamenten fu¨hrt zu
signifikanten morphologischen Vera¨nderungen innerhalb der Quarta¨rstruktur des Fi-
laments (Abb. 3.13 B-E). Ein Druckanstieg auf 1.5 kbar resultiert zuna¨chst in einer
Sto¨rung der helikalen Filamentstruktur. A¨hnliches wurde bereits in einer Studie von
Garcia et al. beschrieben, wobei hier ausschließlich ein Druck von ˜2.4 kbar analysiert
wurde, der ebenfalls zu einer Sto¨rung der helikalen Struktur der Filamente fu¨hrte. [190]
Eine weitere Erho¨hung des Drucks auf 3 kbar fu¨hrt zu einer weiteren Vera¨nderung der
Quarta¨rstruktur, wobei unter diesen Bedingungen bereits eine Verku¨rzung von Aktin-
filamenten ersichtlich wird. Bei einem Druck von 4 kbar sind nur noch einige wenige
Filamente sichtbar. Ein Großteil liegt bereits in dissoziierter, monomerer Form oder
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in kleinen Clustern vor. Wird der Maximaldruck von 5 kbar appliziert, sind keinerlei
Aktinfilamente mehr erkennbar. Dieser hohe Druck fu¨hrt zur kompletten Dissoziation
der Filamente, sodass ausschließlich die monomere Spezies und kleine Proteincluster
vorliegen (˜10 - 50 nm). Der Vergleich der dargestellten druckinduzierten morphologi-
schen Effekte auf die Struktur von F-Aktin ist in sehr guter U¨bereinstimmung mit den
bereits vorgestellten FTIR-spektroskopischen Daten. Diese Analysen zeigen, dass erste
Effekte auf die Sekunda¨rstrukturelemente von Aktinfilamenten bei Dru¨cken von ˜1 -
1.5 kbar auftreten und der komplette Entfaltungs- und Dissoziationsprozess bei ˜5.5 -
6 kbar abgeschlossen ist. Um thermisch induzierte morphologische Vera¨nderungen der
Proteinstruktur zu visualisieren, wurden Proben von Aktinfilamenten bei einer Tem-
peratur von 90 °C fu¨r einen Zeitraum von 20 min inkubiert (Abb. 3.13 F). Die Bildung
von sehr großen amorphen Proteinaggregaten (bis zu ˜500 nm) ist klar zu erkennen.
Auch dieses Ergebnis ist in sehr guter U¨bereinstimmung mit den zuvor vorgestellten
FTIR-spektroskopischen Messungen, die bei einer Erho¨hung der Temperatur einen An-
stieg von intermolekularen β-Faltbla¨ttern zur Folge haben, die charakteristisch fu¨r eine
erfolgte Proteinaggregation sind. DSC-Messungen zeigen ebenfalls einen exothermen
Peak (Peak 4) nach dem auftretenden U¨bergangspeak (Subpeak 1, 2, 3). Dieser exo-
therme Peak ist ebenfalls ein Charakteristikum fu¨r eine auftretende Proteinaggregati-
on, da eine Zusammenlagerung von Proteinen mit der Ausbildung von intermolekularen
Wechselwirkungen verbunden ist und somit dieser Prozess zumeist exotherm ist.
Temperatur- und Druckeffekte auf B-Aktin
In Abbildung 3.14 ist die Amid-I’-Bande von B-Aktin in nativer Konformation bei 20 °C
und Atmospha¨rendruck dargestellt. Ebenfalls eingezeichnet sind die Subbanden, die im
Folgenden zur Analyse von Temperatur- und Druckeffekten dienen. Diese Banden wur-
den anhand der 2. Ableitung und des FSD-Spektrums der Amid-I’-Bande von B-Aktin
ermittelt. Die Auswirkungen von steigender Temperatur (A) bei Atmospha¨rendruck
und steigendem Druck (B) bei einer Temperatur von 25 °C auf die Amid-I’-Bande von
B-Aktin sind in Abbildung 3.15 exemplarisch dargestellt. Die unterschiedliche Beein-
flussung der beiden Parameter ist bereits gut erkennbar und wird im Folgenden genauer
analysiert.
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Abbildung 3.14: Amid-I’-Bande von B-Aktin ( ) bei 20 °C und Atmospha¨rendruck.
Zur Ermittlung von Subbanden wurde die Amid-I’-Bande entfaltet (schwarz gestrichelte
Linie) und die 2. Ableitung gebildet (blau gestrichelte Linie). Die zur Funktionsanpas-
sung (rote Linie) verwendeten Subbanden sind ebenfalls eingezeichnet.
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Abbildung 3.15: Effekt von Temperatur (A) und Druck (B) auf die Amid-I’-Bande
von B-Aktin. Teilabbildung A zeigt die auftretenden Vera¨nderungen der Amid-I’-Bande
in einem Temperaturintervall zwischen 20 und 90 °C bei Atmospha¨rendruck. In Teilab-
bildung B sind die druckabha¨ngigen Effekte in einem Bereich von 1 bar bis ˜10 kbar bei
einer Temperatur von 25 °C dargestellt. Pfeile zeigen in Richtung steigender Tempera-
tur bzw. steigendem Druck.
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Abbildung 3.16: Temperatur- und druckabha¨ngige FTIR-spektroskopische Analy-
sen von B-Aktin. A¨nderungen ausgewa¨hlter Sekunda¨rstrukturelemente bei verschie-
denen Temperaturen in Abha¨ngigkeit des Drucks (A, B, D) und temperaturabha¨n-
gige A¨nderungen bei Atmospha¨rendruck (E). An die erhaltenen Daten wurden die
Boltzmannfunktionen 3.1 und 3.2 angepasst (als jeweilige Linie dargestellt). Druck-
(C) und temperaturabha¨ngige (F) A¨nderungen des Absorptionssignals der entfalte-
ten Amid-I’-Bande von F-Aktin.  α-Helix (1655 cm-1),  intramolekulare β-Faltbla¨tter
(1635 cm-1), N intramolekulare β-Faltbla¨tter (1627 cm-1), H intermolekulare β-
Faltbla¨tter (1616 cm-1).
Abbildung 3.16 zeigt temperatur- und druckinduzierte A¨nderungen der Sekunda¨r-
strukturelemente von Aktinbu¨ndeln. Die native Konformation von B-Aktin weist zwei
Hauptbanden bei Wellenzahlen von ˜1655 cm
-1 (α-Helices) und ˜1628 cm
-1 (intramole-
kulare β-Faltbla¨tter) auf (Abb. 3.16 F). Wird die Temperatur erho¨ht, reduziert sich der
Anteil dieser Strukturen dramatisch im Falle der α-Helices von ˜30 % auf ˜19 % und die
Population an intramolekularen β-Faltbla¨ttern verringert sich um ˜6 %. Gleichsam ist
im selben Temperaturintervall, in dem der U¨bergang zu verzeichnen ist (˜65 - 72 °C), ein
signifikanter Anstieg typischer Aggregationsbanden (intermolekulare β-Faltbla¨tter mit
Absorptionsmaxima bei ˜1616 cm
-1 und ˜1685 cm
-1) um ˜19 % ersichtlich. Eine globale
Funktionsanpassung an die erhaltenen Daten mittels Formel 3.1, in Abbildung 3.16 F
dargestellt, liefert eine U¨bergangstemperatur von 68.9± 2 °C und eine A¨nderung der
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Van’t Hoff Enthalpie ∆H0u,vH von 1120± 175 kJ mol-1.
Die Druckapplikation der Probe wirkt sich maßgeblich auf die Populationen von α-
Helices (˜1655 cm
-1) und intramolekularen β-Faltbla¨ttern (˜1627 und 1635 cm
-1) aus.
So sinkt der Anteil an α-Helices mit steigendem Druck bei konstanten Temperatu-
ren von 5, 25 und 40 °C. Interessanterweise ist dieser Effekt bei einer Temperatur von
60 °C nicht mehr zu beobachten (Abb. 3.16 A, B, D). Der prozentuale Anteil der β-
Faltblatt-Spezies mit sta¨rker ausgepra¨gten Wasserstoffbru¨cken (˜1627 cm
-1) sinkt mit
steigendem Druck und gleichsam steigt die Population der β-Faltbla¨tter mit schwa¨-
cheren Wasserstoffbru¨cken bei einer Wellenzahl von ˜1635 cm
-1. Die U¨bergangsdru¨cke
pm liegen fu¨r Temperaturen von 5, 25, 40 und 60 °C bei 1.8, 2.7, 3.1 und 1.9 kbar
(Abb. 3.17) und die damit verbundenen Volumena¨nderungen ∆Vu betragen -14, -9,
-13 und -26 mL mol-1. Es wird ersichtlich, dass sowohl die temperatur- als auch die
druckabha¨ngige Entfaltung des Proteins mit einem Verlust an α-Helices und der sta¨r-
ker Wasserstoffbru¨cken-gebundenen β-Faltblatt-Spezies (1627 cm-1) verbunden ist. Der
Effekt bzgl. der β-Faltblatt-Spezies absorbierend bei 1635 cm-1 ist unterschiedlich: Eine
Kompression der Probe fu¨hrt zu einem Anstieg dieser β-Faltbla¨tter. Hingegen hat eine
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Abbildung 3.17: p-T -Phasendiagramm von B-Aktin.
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Erho¨hung der Temperatur keinen signifikanten Effekt auf diese Sekunda¨rstrukturspe-
zies.
Die durchgefu¨hrten kalorimetrischen Studien an B-Aktin sind in Abbildung 3.18
dargestellt. Das erhaltene DSC-Thermogramm zeigt einen U¨bergang zwischen 68 und
76 °C und die einhergehende Enthalpiea¨nderung ∆H0u,cal wurde zu 986± 65 kJ mol-1 be-
stimmt. Wie in Abbildung 3.18 dargestellt, kann der DSC-Peak mittels FSD-Methoden
in mehrere Subpeaks entfaltet werden, die wie folgt interpretiert werden: Subpeaks 1
und 2 mit Maxima bei 70.8 und 72.5 °C werden der partiellen Entfaltung von Aktin-
monomeren innerhalb des Filaments zugeschrieben. Der wesentlich scha¨rfere Peak 3 bei
einer Temperatur von 73.7 °C ist vermutlich auf einen hochkooperativen Dissoziations-
prozess der Aktinbu¨ndel zuru¨ckzufu¨hren. Im Anschluss ist ein exothermer Ausschlag
(Peak 4) ersichtlich, der auf eine Proteinaggregation hindeutet. Die erhaltenen DSC-
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Abbildung 3.18: Kalorimetrische Analyse von B-Aktin. Das mittels DSC erhalte-
ne Thermogramm wurde mittels vier Gauß-Funktionen (grau gestrichelte Linien)
angepasst (schwarze Linie). Die erhaltenen PPC-Daten () wurden im Bereich des
thermischen U¨bergangs (grau schraffierter Bereich) integriert (schwarz gestrichelte Li-
nien). Ebenfalls ist zum Vergleich die Temperaturabha¨ngigkeit der intermolekularen
β-Faltbla¨tter (1616 cm-1) (H) aus den bereits vorgestellten FTIR-Experimenten einge-
zeichnet.
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Abbildung 3.19: Mikrofotografien von B-Aktin mittels TEM. B-Aktin-Proben wur-
den verschiedenen Dru¨cken fu¨r einen Zeitraum von 20 min ausgesetzt. Anschließend
wurden die Proben dekomprimiert und mikroskopiert (A-E). TEM-Aufnahmen von
B-Aktin bei Atmospha¨rendruck (A) und nach Druckapplikation von 1.5 kbar (B),
2.5 kbar (C), 3.5 kbar (D) und 5 kbar (E). Zur Visualisierung der thermisch induzier-
ten Aggregation des Proteins wurde die Probe bei einer Temperatur von 90 °C fu¨r
einen Zeitraum von 20 min inkubiert (F). Maßstabsskala: 100 nm (E: 200 nm). Die TEM-
Aufnahmen wurden in Zusammenarbeit von Julian von der Ecken (MPI Dortmund,
Arbeitsgruppe: Prof. Dr. Stefan Raunser) durchgefu¨hrt.
Daten sind in guter U¨bereinstimmung mit den temperaturabha¨ngigen FTIR-Daten, da
im selben Temperaturintervall Vera¨nderungen der jeweiligen Signale observabel sind.
Die Integration des thermischen Expansionskoeffizienten α(T ) liefert die Volumena¨nde-
rung ∆Vu die mit dem thermisch induzierten U¨bergang bei Atmospha¨rendruck einher-
geht und wurde zu einem positiven Wert von 34± 20 mL mol-1 bestimmt. Dies macht
einen prozentualen Anteil von ˜0.13 % vom Gesamtvolumen des Proteins aus.
Abbildung 3.19 A zeigt eine Mikrofotografie von frisch pra¨parierten Aktinbu¨ndeln,
die sich nach Zugabe von 50 mM MgCl2 zu Lo¨sungen von F-Aktin axial zusammengela-
gert haben. Eine Kompression der Probe bis zu einem Druck von 2.5 kbar (Abb. 3.19 B,
C) fu¨hrt zu keinerlei signifikanten morphologischen Vera¨nderungen der Proteinsupra-
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Abbildung 3.20: Laser-Raster-Fluoreszenzmikroskopieaufnahmen von B-Aktin. B-
Aktin-Proben wurden verschiedenen Dru¨cken fu¨r einen Zeitraum von 20 min ausgesetzt.
Anschließend wurden die Proben dekomprimiert und mikroskopiert (A-E). B-Aktin
bei Atmospha¨rendruck (A) und nach Druckapplikation von 1.5 kbar (B), 2.5 kbar (C),
3.5 kbar (D) und 5 kbar (E). Zur Visualisierung der thermisch induzierten Aggregation
des Proteins wurde die Probe bei einer Temperatur von 90 °C fu¨r einen Zeitraum von
20 min inkubiert (F). Pfeile zeigen auf erste dissoziierte Bu¨ndelstrukturen, die sich bei
3.5 kbar zu kleinen Aggregaten assemblieren. Maßstabsskala: 10µm.
struktur. Erste Proteincluster, die vermutlich durch druckinduzierte Dissoziationspro-
zesse entstanden sind, assemblieren erst bei einem Druck von ˜3.5 kbar (Abb. 3.19 D).
Nach der Druckapplikation von 5 kbar sind zum einen keinerlei Aktinbu¨ndel mehr aus-
zumachen und zum anderen treten wenige kleine Proteincluster auf. Um den thermisch
induzierten Aggregationsprozess von Aktinbu¨ndeln zu visualisieren, wurden diese bei
einer Temperatur von 90 °C fu¨r einen Zeitraum von 20 min inkubiert. In Abbildung
3.19 F wird ersichtlich, dass sich bei hohen Temperaturen sehr große, amorphe Prote-
inaggregate ausbilden, in guter U¨bereinstimmung mit den bereits vorgestellten FTIR-
und kalorimetrischen Studien. Um ebenfalls Informationen u¨ber topologische Vera¨n-
derungen der Bu¨ndelstrukturen in einem gro¨ßeren Maßstab zu erhalten, wurden die
pra¨parierten Proben an Aktinbu¨ndeln nach erfolgter Druck- bzw. Temperaturbehand-
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lung mittels Phalloidin, einem Fluorophor, der eine hohe Affinita¨t zu Aktinfilamenten
aufweist, versetzt und anschließend mittels konfokaler Laser-Raster-Mikroskopie visua-
lisiert. Bei dem Vergleich der TEM-Mikrofotografien (Abb. 3.19) mit den Laser-Raster-
Fluoreszenmikroskopieaufnahmen (Abb. 3.20) von temperatur- und druckbehandelten
Aktinbu¨ndeln fa¨llt auf, dass sich sowohl der Temperatur- (Abb. 3.20 F) als auch der
Druckeffekt (Abb. 3.20 A - E) ebenfalls in makroskopischem Maßstab widerspiegeln.
Eine Kompression der Probe zeigt ebenfalls ab einem Druck von ˜3.5 kbar erste Vera¨n-
derungen der Bu¨ndelmorphologie und bei einem Druck von 5 kbar ist die Dissoziation
der Bu¨ndel und die Zusammenlagerung zu kleineren Clustern erfolgt. In Teilabbildung
3.20 F wird das Ausmaß der thermisch induzierten Aggregation noch etwas besser klar,
da mittels Laser-Raster-Mikroskopie ein wesentlich gro¨ßerer Bereich observiert werden
kann. Es wird ersichtlich, dass amorphe Aggregatstrukturen La¨ngen in der Gro¨ßenord-
nung mehrere Mikrometer einnehmen ko¨nnen.
Vergleich der Stabilita¨t von G-Aktin, F-Aktin und B-Aktin
Durch FTIR-Experimente konnte dargestellt werden, dass bei allen analysierten Ak-
tinspezies (Monomer, Filament, Bu¨ndel) eine Temperaturerho¨hung dazu fu¨hrt, dass
vorhandene Sekunda¨rstrukturpopulationen an α-Helices und intramolekularen β-Falt-
bla¨ttern verringert werden, wobei Populationen an intermolekularen β-Faltbla¨ttern ak-
kumulieren. Diese Vera¨nderungen der Sekunda¨rstrukturanteile hat bei allen Aktinspe-
zies eine nicht-filamento¨se, amorphe Aggregation der Proteine zur Folge. Diese ther-
misch induzierte Zusammenlagerung von teils sehr großen Proteinaggregaten konnte
im Falle von F- und B-Aktin ebenfalls mittels bildgebenden Verfahren (TEM und
CLSM) visualisiert werden (Abb. 3.13, 3.19 und 3.20). Der druckinduzierte Entfal-
tungsprozess hingegen inhibiert diesen Aggregationsprozess. Dieses Pha¨nomen wurde
bereits bei amyloida¨hnlichen Proteinen beobachtet. [132,191] Die temperaturabha¨ngigen
FTIR-Studien haben gezeigt, dass F-Aktin mit einer U¨bergangstemperatur von 75.5 °C
die ho¨chste Stabilita¨t gegenu¨ber thermischen Einflu¨sse aufweist, gefolgt von B-Aktin
(Tm = 68.9 °C). Die niedrigste U¨bergangstemperatur von 56.0 °C wies die monomere
Struktur des Proteins auf. Im Vergleich zu G-Aktin, das einen biphasischen Entfal-
tungsprozess aufweist, zeigen die Aktinfilamente und -bu¨ndel komplexere triphasische
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Entfaltungsprozesse und wesentlich gro¨ßere Entfaltungsenthalpien auf. Die Erkla¨rung
hierfu¨r ist wahrscheinlich die zusa¨tzlich energetisch gu¨nstigen ausgebildeten intra- und
intermolekularen Wechselwirkungen der Suprastrukturen. Im Falle von F- und B-Aktin
folgt auf die partielle Entfaltung der Protomere ein hochkooperativer Dissoziations-
prozess der Suprastrukturen und eine anschließende amorphe Aggregation der ther-
misch entfalteten Monomere. Jedes Protomer innerhalb eines Aktinfilamentes ist in
Kontakt mit vier benachbarten Protomeren. [192] Diese zusa¨tzlichen Protein-Protein-
Interaktionen fu¨hren zu einer ho¨heren Entfaltungsenthalpie ∆H0u,cal im Vergleich zur
monomeren Spezies (+510 kJ mol-1). Die Analyse von Aktinbu¨ndeln weist eine Erho¨-
hung der Entfaltungsenthalpie um + 622 kJ mol-1 im Vergleich zu G-Aktin auf. Die Ent-
halpieerho¨hung dieser Struktur ist vermutlich auf weitere Protein-Protein-Interaktionen
zuru¨ckzufu¨hren, da Aktinbu¨ndel durch die Zugabe von 50 mM MgCl2 zu F-Aktin-
Lo¨sungen hergestellt wurden. Diese Bu¨ndel bestehen aus dicht aneinander gelagerten
Aktinfilamenten, wodurch es zu weiteren Protein-Protein-Wechselwirkungen und somit
zu einer Erho¨hung der Entfaltungsenthalpie kommt. Die Steigerung der Entfaltungs-
enthalpien des Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses ∆H0u,vH von F-Aktin und B-Aktin
im Vergleich zur monomeren Spezies wurden ebenso durch die FTIR-spektroskopischen
Messungen besta¨tigt.
Druckabha¨ngige Effekte auf die Sekunda¨rstrukturelemente von G-, F- und B-Aktin
wurden mittels FTIR-Spektroskopie nachgewiesen. Diese Methode ermo¨glicht zudem
die Bestimmung von U¨bergangsdru¨cken der Entfaltungs-/Dissoziationsprozesse und
die Berechnung von Volumenunterschieden zwischen dem druckdenaturierten und na-
tiven Zustand eines Proteins bei verschiedenen Temperaturen. Abbildung 3.21 zeigt
das p,T -Stabilita¨tsdiagramm von G-, F- und B-Aktin. Es wird klar ersichtlich, dass
die monomere Spezies, G-Aktin, nicht nur die geringste Temperatur- sondern auch
die geringste Druckstabilita¨t aufweist. Im Temperaturbereich von 5 - 50 °C weist G-
Aktin Entfaltungsdru¨cke zwischen 1 und 2.3 kbar auf. B-Aktin hingegen besitzt ei-
ne ho¨here Druckstabilita¨t als G-Aktin und F-Aktin ist die druckresistenteste Struk-
tur (bis zu ˜4 kbar) in dieser Studie. Die druckinduzierten Volumena¨nderungen, die
wa¨hrend des Entfaltungsprozesses auftreten, zeigen allesamt ein negatives Vorzeichen
(in U¨bereinstimmung mit dem Prinzip von Le Chaˆtelier) und sind u¨berraschender-
Faltungsstabilita¨t von Aktinstrukturen 89
Abbildung 3.21: p,T -Stabilita¨tsdiagramm von monomerem (), filamento¨sem ()
und gebu¨ndeltem () Aktin.
weise bei allen Aktinspezies sehr a¨hnlich. Da die Volumena¨nderungen ebenfalls sehr
klein sind (∆Vu = [-10, -45] mL mol
-1∼=O(V = ˜1 - 3 Wassermoleku¨le)) ist davon auszu-
gehen, dass die Aminosa¨uren nicht nur innerhalb von G-Aktin, sondern auch im Falle
der supramolekularen Strukturen sehr dicht gepackt sind. Somit ko¨nnen Proteinhohl-
ra¨ume bzw. Packungsdefekte, die als Haupttriebkra¨fte bei der Druckdenaturierung
von Proteinen angenommen werden, [106,109] nicht die einzigen Gro¨ßen darstellen, die
zu den verschiedenen Druckstabilita¨ten der drei Aktinspezies fu¨hren. Daru¨ber hinaus
ko¨nnten auch Unterschiede in der Hydratation, die von den chemischen Eigenschaf-
ten und der Oberfla¨che des Proteins, die fu¨r das Solvens zuga¨nglich ist, eine Rolle
fu¨r die Druckstabilita¨t spielen. Im Falle der ho¨heren Druckstabilita¨t der Aktinsupra-
strukturen ist es wahrscheinlich, dass intra- und intermolekulare Wechselwirkungen
von β-Faltbla¨ttern diesen Effekt verursachen. Die Sekunda¨rstrukturanalyse der Amid-
I’-Bande der verschiedenen Aktinspezies zeigt, dass G-Aktin einen etwas ho¨heren An-
teil an α-Helices und geringeren Anteil an β-Faltbla¨ttern aufweist als Aktinfilamente
oder -bu¨ndel (3.22). Bei der G-zu-F -Transformation von Aktin wird eine rechtsga¨ngige
Helix assembliert, in der jedes Aktinprotomer in Kontakt mit vier benachbarten Pro-
tomeren kommt und somit zusa¨tzliche intermolekulare Protein-Protein-Interaktionen
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Abbildung 3.22: Vergleich der Populationen an α-Helices (rot) und der Gesamtheit an
β-Faltbla¨ttern (dunkelblau) der Proteinsekunda¨rstrukturen von G-, F- und B-Aktin bei
20 °C (A). Vergleich der zugeho¨rigen Amid-I’-Banden von monomerem, filamento¨sem
und gebu¨ndeltem Aktin bei 20 °C (B).
ausgepra¨gt werden. Als unmittelbare Folge ist die Stabilisierung der Aktinsuprastruk-
turen im Vergleich zum Monomer ho¨chstwahrscheinlich in enthalpischen A¨nderungen
begru¨ndet. F-Aktin weist bei einer Temperatur von 25 °C einen um etwa 1.5 kbar
gesteigerten Entfaltungsdruck pu und bei Atmospha¨rendruck eine um 19.5 °C erho¨h-
te Entfaltungstemperatur Tm im Vergleich zu G-Aktin auf. Dies spiegelt sich eben-
falls in einer 2.4-fach gesteigerten Enthalpiea¨nderung ∆H0u,cal wider, die wa¨hrend des
thermisch induzierten Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses auftritt. Im Falle von B-
Aktin ist die Stabilita¨t der Proteinstruktur im Vergleich zu G-Aktin ebenfalls erho¨ht
(∆pu(25
◦C) ≈ 0.4 kbar, ∆Tm(1 bar) ≈ 12.9 °C), allerdings im Vergleich zu F-Aktin
geringer. Die ho¨here Temperatur- und Drucksensitivita¨t von B-Aktin im Vergleich
zu F-Aktin ko¨nnte auf destabilisierenden, intermolekularen Wechselwirkungen beru-
hen, die entstehen, wenn sich Aktinfilamente axial zusammenlagern. Vera¨nderungen in
der Sekunda¨rstruktur, die bei der Bu¨ndelassemblierung auftreten, unterstu¨tzen diese
Schlussfolgerung (vgl. F- und B-Aktin Abb. 3.22). Im Vergleich zum druckinduzierten
Entfaltungs-/ Dissoziationsszenario von F- und B-Aktin ergeben die berechneten Vo-
lumena¨nderungen ∆Vu des thermisch induzierten Entfaltungs-/ Dissoziationsszenarios
positive Werte von ˜30 mL mol
-1. Dies kann u.a. durch die Temperaturabha¨ngigkeit
des Expansionskoeffizienten von nativem und entfaltetem Zustand des Proteins er-
kla¨rt werden: Sollte z.B. der Expansionskoeffizient des entfalteten Zustandes bei ho-
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hen Temperaturen kleiner als der des gefalteten Zustandes werden, kann ∆Vu eben-
falls bei hohen Temperaturen das Vorzeichen wechseln (vgl. Formel 3.3). Dies wurde
bereits fu¨r das Protein SNase und dessen Mutationen beschrieben. [106,109] Zusa¨tzlich
ko¨nnte die Volumenzunahme auch durch die nach dem Entfaltungsprozess auftreten-
de Aggregation erfolgen, die bei der druckinduzierten Entfaltung nicht erfolgt. Wie in
Abbildung 3.23 B noch einmal verdeutlicht wird, weist der thermische Expansionsko-
effizient α(T ) von G-Aktin eine unterschiedliche Steigung im Vergleich zu dem von
F- und B-Aktin auf. Dies deutet auf unterschiedliche Hydratationseigenschaften der
Aktinspezies hin. Es wurde bereits gezeigt, dass α(T ) stark von den Hydratationsei-
genschaften der Protein-Wasser-Grenzfla¨che abha¨ngt. [106,109,193,194] Allgemein wird be-
obachtet, dass stark geladene, polare Proteine mit u¨berwiegendem Anteil an hydrophi-
len Seitenketten in Relation zu apolaren Gruppen an der Protein-Wasser-Grenzfla¨che,
hohe Werte fu¨r α(T ) bei niedrigen Temperaturen haben, die mit zunehmender Tem-
peratur stark abnehmen. Dieses Verhalten ist zudem charakteristisch fu¨r die Wasser-
struktur brechende (chaotrope) Substanzen. Im Gegensatz hierzu weisen strukturbil-
dende (kosmotrope) Substanzen bzw. apolare Proteinseitenketten oder Aminosa¨uren
(hydrophobe Hydratation) bei niedrigen Temperaturen einen niedrigen Wert fu¨r α(T ),
der mit steigender Temperatur zunimmt, wie es bei F- und B-Aktin der Fall zu sein
scheint (Abb. 3.23). Dies liegt vermutlich daran, dass sich zuna¨chst um hydropho-
be Bereiche der Proteinoberfla¨che von F- und B-Aktin eine Hydratschicht bildet und
somit die Wasserstruktur geordneter wird. Mit steigender Temperatur kommt es, auf-
grund von strukturellen Vera¨nderungen des Proteins, zunehmend zur Exposition von
polaren Seitenketten, basierend auf dem fortschreitenden thermisch induzierten Ent-
faltungsprozess. Und tatsa¨chlich konnte bereits gezeigt werden, dass Wassermoleku¨le
der Hydratschicht um G-Aktin wesentlich mobiler sind als im Falle der Wassermoleku¨-
le innerhalb der Protein-Wasser-Grenzfla¨che von F-Aktin. [195] Zudem ist diese Erkla¨-
rung ebenso mit der negativen spezifischen adiabatischen Kompressibilita¨t von F-Aktin
(βS = -12.7×1013 m2 N-1) im Vergleich zu G-Aktin (βS = 9.3×1013 m2 N-1) konsistent. [188]
Des Weiteren soll erwa¨hnt werden, dass es ebenfalls durch die Zugabe eines U¨ber-
schusses an MgCl2 zu Vera¨nderungen des thermischen Expansionskoeffizienten kommen
ko¨nnte, da es sich um ein kosmotropes Salz, also einen Strukturbildner, handelt. [196] Al-
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Abbildung 3.23: DSC-Thermogramme (A) und isothermer Ausdehnungskoeffizient
α(T ) (B) von G-, F- und B-Aktin im Vergleich.
lerdings scheint dieser Effekt vernachla¨ssigbar, da eine Korrelation zwischen Konzentra-
tion an Strukturbildner und Steigung von α(T ) zu erwarten wa¨re, [193] diese aber nicht
vorhanden ist (vgl. α(T ) F-Aktin (2 mM MgCl2) vs. α(T ) B-Aktin (50 mM MgCl2) in
Abb. 3.23).
3.2.3 Zusammenfassung und Schlussfolgerung
Die Applikation von Druck auf Lebewesen, die an der Erdoberfla¨che leben, resultiert
generell in signifikanten A¨nderungen der Morphologie und Aktivita¨t ihrer Zellen. So
konnte in in vivo-Studien gezeigt werden, dass die Kompression von Zellen bis hin
zu mehreren hundert bar die Zersto¨rung/ Dissoziation von wesentlichen Bestandtei-
len des Zytoskeletts, wie Mikrotubuli oder Aktinfilamenten, zur Folge hat. [163–167] Des
Weiteren existiert bekanntlich eine Korrelation zwischen der Abnahme von Aktinstress-
fasern und resultierenden Vera¨nderungen der Form von Zellen. [168] Im Falle von Sac-
charomyces cerevisiae konnte gezeigt werden, dass die Organisation der Strukturen des
Zytoskeletts innerhalb der Zelle zu den drucksensitivsten biochemischen Prozessen ge-
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ho¨rt, da Vera¨nderungen bereits bei einem Druck von ˜1 kbar auftreten. Wa¨hrend bei
der Kompression der Zellen bei diesem Druck Aktinbu¨ndel in Bereichen von Sprossen
und Knospen bereits dissozierten, blieben kleinere Strukturen bestehend aus Aktinfi-
lamenten zuru¨ck. [164]
Um ein tieferes Versta¨ndnis der Stabilita¨t von verschiedenen Aktinstrukturen auf
molekularer Ebene zu erhalten, wurden diese in dieser Studie in einem weitreichenden
Temperatur- und Druckbereich studiert. Der thermisch-induzierte Entfaltungsprozess
von F- und B-Aktin bei Atmospha¨rendruck beginnt mit einer partiellen Entfaltung der
Protomerstruktur innerhalb des Filaments bzw. Bu¨ndels und im direkten Anschluss
kommt es zu einem hochkooperativen Dissoziationsprozess der jeweiligen Suprastruk-
tur, auf den die Aggregation der entfalteten Monomere folgt. Die signifikant ho¨heren
U¨bergangstemperaturen und -enthalpiea¨nderungen von F- und B-Aktin im Vergleich
zu G-Aktin lassen eine starke enthalpische Stabilisierung der Aktinsuprastrukturen
erkennen. Es wurden ebenso drastische Unterschiede der Temperaturabha¨ngigkeit des
thermischen Expansionskoeffizienten α(T ) von G-Aktin im Vergleich zu F- und B-Aktin
gefunden. Die positive Steigung von α(T ) im Falle von F- und B-Aktin la¨sst den Schluss
zu, dass die Suprastrukturen von einem zusa¨tzlichen Hydratationsnetzwerk umgeben
sind, das vermutlich zur Stabilisierung dieser Strukturen beitra¨gt. Es konnte herausge-
funden werden, dass G-Aktin nicht nur die geringste Stabilita¨t bei Temperaturerho¨hung
aufweist, sondern ebenso bei Erho¨hung des Drucks (Reihenfolge der Temperatur- und
Druckstabilita¨t der untersuchten Aktinspezies: G-Aktin<B-Aktin<F-Aktin). Inter-
essanterweise wurde ebenfalls eine erho¨hte Drucksensitivita¨t fu¨r Kapsomere (monome-
re Kapsidproteine) im Vergleich zu deren ikosaedrischen Kapsid-Suprastrukturen im
Falle von Viren gefunden. [13,197–199] Die in dieser Arbeit dargestellten Analysen der
auftretenden Sekunda¨rstruktura¨nderungen, die bei temperatur- oder druckinduzierter
Entfaltung auftreten, zeigen, dass essentielle Unterschiede zwischen beiden Denaturie-
rungsprozessen vorliegen. Wa¨hrend beim druckinduzierten Denaturierungsprozess eine
Aggregation unterbunden wird, da dieser Prozess typischerweise mit einem Volumenan-
stieg des Systems verbunden wa¨re, folgt auf den irreversiblen thermisch induzierten De-
naturierungsprozess die Zusammenlagerung großer Proteinaggregate. Es konnte eben-
falls gezeigt werden, dass Temperatur und Druck unterschiedliche Einflu¨sse auf die ein-
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zelnen Sekunda¨rstrukturelemente der untersuchten Aktinspezies aufweisen, wenngleich
alle untersuchten Aktinstrukturen ein tendenziell identisches Verhalten aufweisen. Dies
ist fu¨r den Fall der thermisch induzierten Entfaltung / Dissoziation in Abbildung 3.24
verdeutlicht.
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Abbildung 3.24: Vergleich der thermisch induzierten Vera¨nderungen der Populatio-
nen an α-Helices (1655 cm-1, schwarz), intramolekulare β-Faltbla¨ttern (1635 cm-1, blau)
und intermolekularen β-Faltbla¨ttern (1616 cm-1, oliv) der unterschiedlichen Aktinspezi-
es G-Aktin (durchgezogene Linie), F-Aktin (gestrichelte Linie) und B-Aktin (gepunk-
tete Linie).
Im Falle der druckinduzierten Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesse werden die jewei-
ligen Sekunda¨rstrukturelemente der jeweiligen Aktinspezies ebenfalls tendenziell iden-
tisch beeinflusst (vgl. Abb. 3.3, 3.10, 3.16; A-C). Der Vergleich des Einflusses von Tem-
peratur und Druck auf die Sekunda¨rstrukturelemente der Proteine hat gezeigt, dass bei-
de Parameter zwar die Populationen an α-Helices verringern, hingegen ist der jeweilige
Einfluss auf β-Faltblattstrukturen ga¨nzlich unterschiedlich. Die Sekunda¨rstruktur von
F-Aktin weist die ho¨chste Stabilita¨t gegen eine Erho¨hung des Drucks auf und die mit
dem Entfaltungsprozess einhergehenden Volumena¨nderungen sind sehr klein, sodass
von einer sehr dichten Packung der Aminosa¨uren innerhalb des Filaments ausgegangen
werden kann. Sehr a¨hnliche Werte wurden fu¨r den druckinduzierten Entfaltungsprozess
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von Aktinbu¨ndeln und die damit einhergehenden Volumena¨nderungen gefunden. Die
berechneten Werte fu¨r ∆Vu liegen zwischen -10 und -45 mL mol
-1 und liegen somit in der
Gro¨ßenordnung von einigen wenigen Wassermoleku¨len. Diese Werte sind etwas kleiner
als die Volumena¨nderungen, die typischerweise fu¨r monomere Proteine gefunden wer-
den. [106] Interessanterweise stimmen die experimentell bestimmten Volumena¨nderungen
von F-Aktin mit den ,basierend auf Proteinhohlra¨umen theoretisch berechneten Werten
(VProteinhohlraum = 29 mL mol
-1), sehr gut u¨berein. Die Anzahl und Gro¨ße von Hohlra¨u-
men innerhalb der Struktur eines Proteins wird ha¨ufig als die maßgebliche Triebkraft
fu¨r den druckinduzierten Entfaltungsprozess postuliert. [104–106,109] Da in dieser Studie
sowohl fu¨r die monomere, als auch fu¨r die filamento¨se und gebu¨ndelte Aktinstruktur
sehr a¨hnliche Werte fu¨r die auftretenden Volumena¨nderungen bestimmt wurden, die
U¨bergangsdru¨cke allerdings sehr unterschiedliche Werte aufweisen, kann dies nicht die
Erkla¨rung fu¨r diesen Umstand sein. Die erhaltenen thermodynamischen Daten lassen
den Schluss zu, dass es im Falle der Aktinsuprastrukturen zu einer enthalpischen Sta-
bilisierung via intra- und intermolekularer Protein-Protein-Interaktionen kommt und
ebenfalls die Ausbildung eines Hydratationsnetzwerks stark zur Stabilisierung dieser
Strukturen beitra¨gt. Die durchgefu¨hrten Experimente haben gezeigt, dass Aktinbu¨n-
del im Vergleich zu Aktinfilamenten etwas instabiler gegenu¨ber einer Temepratur- und
Druckerho¨hung sind (Abb. 3.21). Eine ho¨here Sensitivita¨t von Aktinbu¨ndeln im Gegen-
satz zu Filamenten wurde ebenfalls in in vivo-Studien nachgewiesen. [164] Wie Analysen
mittels Transmissionselektronenmikroskopie gezeigt haben, kommt es bei ausreichend
hohen Dru¨cken (zwischen ˜2 - 4 kbar) zu einer starken Sto¨rung in der Morphologie der
Filamentstruktur von F-Aktin und erste Dissoziationsprozesse treten auf. Wird der
Druck auf u¨ber 4 kbar erho¨ht, erfolgt die vo¨llige Dissoziation der Filamente. Allerdings
kommt es bereits bei niedrigeren Dru¨cken zwischen ˜0.5 - 2 kbar zu ersten Sto¨rungen
der Filamentstruktur. Dies ist in guter U¨bereinstimmung mit bisher durchgefu¨hrten
in vivo-Studien zu dieser Thematik, die gezeigt haben, dass eine Reorganisation von
Aktinfilamenten durch die Applikation von Dru¨cken von ˜1 kbar inhibiert wird. Im Ver-
gleich zu vielen anderen monomeren Proteinen, die bei Dru¨cken zwischen ˜4 - 10 kbar
denaturiert werden, [11,111] weist G-Aktin eine relativ geringe Druckstabilita¨t auf. Unter
Bedingungen wie sie in der Tiefsee vorherrschen, d.h. Temperaturen von etwa 1 -4 °C
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und Dru¨cke bis zu ˜1 kbar, wa¨re G-Aktin kaum in nativem Zustand zu finden (vgl.
Abb. 3.21). Die geringe Stabilita¨t ist vermutlich auf die hohe Flexibilita¨t des Prote-
ins zuru¨ckzufu¨hren, die bei der strukturellen Reorganisation dieser Monomere bei der
G-zu-F -Transformation no¨tig ist. [25,78] Des Weiteren liegt G-Aktin in den meisten Zel-
len im Komplex mit Aktin-bindenden Proteinen (z.B. Profilin, Thymosin-β4) vor, um
einen Pool an Monomeren bereit zu stellen, sollten diese zur schnellen Reorganisation
des Zytoskeletts beno¨tigt werden, wodurch in vivo keine hohen Konzentrationen an
freiem G-Aktin vorliegen. [75,200,201] Es ko¨nnte somit sein, dass diese Komplexe zu ei-
ner Erho¨hung der Proteinstabilita¨t beitragen. Im Gegensatz zu G-Aktin weisen F- und
B-Aktin wesentlich ho¨here Temperatur- und Druckstabilita¨ten auf. Diese supramole-
kularen Strukturen sind ebenso stabiler als nicht-filamento¨se, amorphe Proteinaggre-
gate, die aufgrund ihrer geringen Packungsdichte und großen interstitiellen Hohlra¨ume
bereits bei Dru¨cken von einigen Hundert Bar dissoziieren. [11,103] Aktinfilamente und
Aktinbu¨ndel weisen eine ausreichende Stabilita¨t auf, um den extremen Temperaturen
und Dru¨cken, die auf der Erde vorherrschen, standhalten zu ko¨nnen. Die geringere
Stabilita¨t von G-Aktin hingegen scheint dafu¨r verantwortlich zu sein, dass bereits bei
Dru¨cken von ˜1 kbar die Filamentassemblierung in vivo nicht mehr mo¨glich ist.
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3.3 Einfluss von Cosolventien auf die Temperatur- und
Druckstabilita¨t von Aktinfilamenten
3.3.1 Material und Methoden
Materialien und Probenpra¨paration
α-Aktin, isoliert aus Kaninchen, wurde als Lyophilisat von HYPERMOL (Bielefeld,
Deutschland) bezogen. Fu¨r FTIR-spektroskopische Messungen wurde zuna¨chst eine
G-Aktin Lo¨sung mit einer Konzentration von 27.78 mg / mL in D2O oder einer D2O-
Lo¨sung mit entsprechender Konzentration an TMAO (Trimethylamin-N -oxid) oder
Harnstoff-13C (beide Sigma-Aldrich, Seelze, Deutschland) hergestellt, sodass folgende
Pufferbedingungen erhalten wurden: 50 mM Tris-Cl, pD 8.6, 10 mM ATP, 2.4 mM Di-
thiothreitol (DTT), 2 mM CaCl2, 1 mM NaN3. Zur Induktion der G-zu-F -Transformation
wurde F-Puffer (10×) hinzugegeben (0.1 M Imidazol, pD 7.8, 10 mM ATP, 20 mM
MgCl2, 0.1 M KCl) und die Probe bei einer Temperatur von 25 °C fu¨r 2 h inkubiert. Auf-
grund der hohen IR-Absorption von Harnstoff im Bereich der Amid-I’-Bande (asymme-
trische Streckschwingung der Carbonylgruppe bei ˜1618 cm
-1) wurde 13C-Harnstoff ver-
wendet, dessen Absorptionsmaximum zu ˜1652 cm
-1 verschoben ist. Fu¨r DSC-Messungen
wurden Aktin-Lo¨sungen mit einer Proteinkonzentration von 1.2 mg / mL und identi-
schen Pufferbedingungen pra¨pariert.
Temperatur- und druckabha¨ngige FTIR-Spektroskopie
Temperatur- und druckabha¨ngige FTIR-spektroskopische Messungen wurden, wie in
Kapitel 3.2.1 beschrieben, durchgefu¨hrt.
Dynamische Differenzkalorimetrie
DSC-Messungen wurden, wie in Kapitel 3.2.1 beschrieben, durchgefu¨hrt.
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3.3.2 Ergebnisse und Diskussion
Bevor temperatur- und druckabha¨ngige Vera¨nderungen der Amid-I’-Bande von F-Aktin
studiert werden ko¨nnen, wird diese hinsichtlich ihrer Zusammensetzung an Subbanden
analysiert, um Informationen u¨ber die Sekunda¨rstrukturanteile des Proteins im nativen
Zustand zu erhalten. Wie bereits in Kapitel 3.2.2 beschrieben wurde, kann zum einen
aufgrund der auftretenden Maxima der entfalteten Amid-I’-Bande und zum anderen
auf Basis auftretender Minima in der 2. Ableitung eine Zuordnung von Subbanden
erfolgen. Die somit ermittelten Subbanden der Amid-I’-Bande von F-Aktin wurden
bereits in Kapitel 3.2.2 und Abbildung 3.8 dargestellt. Zur Auswertung dienen aus-
schließlich Sekunda¨rstrukturelemente, die sensitiv auf eine Erho¨hung von Temperatur
oder Druck reagieren und sind in den jeweiligen Diagrammen dargestellt. Die Gegen-
wart der Cosolventien Harnstoff und TMAO zeigt keinen signifikanten Einfluss bzgl.
der Anzahl an Subbanden und deren Position, sodass ausgehend von den bereits er-
mittelten Subbanden Temperatur- und Druckeffekte in Gegenwart dieser Cosolventien
untersucht werden ko¨nnen. Abbildung 3.25 zeigt exemplarisch den Effekt von Tem-
peratur und Druck auf die Sekunda¨rstrukturanteile von F-Aktin. Der native Zustand
von Aktinfilamenten weist innerhalb der Amid-I’-Bande des IR-Spektrums, wie bereits
in Kapitel 3.2.2 beschrieben, zwei Hauptbanden bei Wellenzahlen von ˜1655 cm
-1 (α-
Helices) und ˜1627 cm
-1 (intramolekulare β-Faltbla¨tter) auf (Abb. 3.25 a und c). Der
thermisch denaturierte Zustand des Proteins hingegen zeigt zwei ausgepra¨gte Banden
bei Wellenzahlen von ˜1616 cm
-1 und ˜1685 cm
-1 (intermolekulare β-Faltbla¨tter), die
charakteristisch fu¨r eine erfolgte Proteinaggregation sind. [180,202] Die thermische De-
naturierung hat eine stark sinkende Populationen an α-Helices und intramolekularen
β-Faltbla¨ttern zur Folge. Der Anteil an intermolekularen β-Faltbla¨ttern steigt drastisch
an (fu¨r detailliertere Informationen bzgl. des thermisch induzierten Entfaltungsprozes-
ses s. Kapitel 3.2.2).
Eine Erho¨hung des Drucks fu¨hrt zu einer Reduktion der Sekunda¨rstrukturanteile von
α-Helices bei ˜1655 cm
-1 und intramolekularen β-Faltbla¨ttern bei ˜1627 cm
-1, der An-
teil der Spezies an intramolekularen β-Faltbla¨ttern (˜1635 cm
-1), charakterisiert durch
schwa¨chere Wasserstoffbru¨ckenbindungen, hingegen steigt (Abb. 3.25 c und d). Ver-
gleicht man die thermisch induzierten Vera¨nderungen der Sekunda¨rstrukturelemente
Faltungsstabilita¨t von Aktinstrukturen 99



































  /  c m - 1
T  /  ° C
p  /  k b a r
Abbildung 3.25: Temperatur- und druckabha¨ngige FTIR-spektroskopische Analysen
von F-Aktin. (a) FSD-Spektrum der Amid-I’-Bande und zugeho¨rige 2. Ableitungen
von F-Aktin bei 20 °C (blaue Linie), 76 °C (schwarze Linie) und 90 °C (rote Linie)
bei Atmospha¨rendruck und (c) FSD-Spektrum und zugeho¨rige 2. Ableitungen von F-
Aktin bei 20 °C und Dru¨cken von 1 bar (blaue Linie), 5 kbar (schwarze Linie) und
18 kbar (rote Linie). A¨nderungen ausgewa¨hlter Sekunda¨rstrukturelemente in Abha¨n-
gigkeit der Temperatur (b) und des Drucks (d). An die erhaltenen Daten wurden die
Boltzmann-Funktionen 3.1 und 3.2 angepasst (als jeweilige Linie dargestellt).  α-
Helix (1655 cm-1),  intramolekulare β-Faltbla¨tter (1635 cm-1), N intramolekulare β-
Faltbla¨tter (1627 cm-1), H intermolekulare β-Faltbla¨tter (1616 cm-1).
von F-Aktin in Abwesenheit und in Gegenwart von 1 und 2 M TMAO, so ist kein
signifikanter Unterschied festzustellen. Die dargestellten Strukturanteile erfahren mit
ansteigender Temperatur im Rahmen des experimentellen Fehlers identische Vera¨nde-
rungen bzgl. ihrer jeweiligen prozentualen Anteile (vgl. Abb. 3.26 b,f,h). In Gegenwart
von 0.5 M Harnstoff fallen die Vera¨nderungen bzgl. der Populationen an α-Helices, inter-
molekularen β-Faltbla¨ttern und intramolekularen β-Faltbla¨tter etwas geringer aus (vgl.
Abb 3.26 b und d). Die Analyse der temperaturabha¨ngigen FTIR-spektroskopischen
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Abbildung 3.26: Temperaturabha¨ngige A¨nderungen der Amid-I’-Bande und ausge-
wa¨hlter Sekunda¨rstrukturelemente von F-Aktin ohne Cosolventien (a,b) und in Anwe-
senheit von 0.5 M Harnstoff (c,d), 1 M TMAO (e,f) und 2 M TMAO (g,h). Die Amid-I’-
Bande des nativen Zustandes ist als blaue Linie und der thermisch denaturierte Zustand
als rote Linie hervorgehoben. An die ermittelten A¨nderungen der Sekunda¨rstrukturan-
teile wurde die Boltzmann-Funktion 3.1 angepasst (als jeweilige Linie dargestellt). 
α-Helix (1655 cm-1), N intramolekulare β-Faltbla¨tter (1627 cm-1), H intermolekulare
β-Faltbla¨tter (1616 cm-1).
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Daten des Denaturierungs-/ Dissoziationsprozesses von F-Aktin (Abb. 3.26) liefert die
in Tabelle 3.2 dargestellten Ergebnisse. Die U¨bergangstemperatur Tm des Entfaltungs-
/ Dissoziationsprozesses von F-Aktin ohne die Gegenwart von Cosolventien liegt bei
76.3 °C und die Van’t Hoff Enthalpie des U¨bergangs ∆H0u,vH wurde zu 841 kJ mol-1
bestimmt. Die ermittelten Parameter weichen geringfu¨gig von denen in Kapitel 3.2.2
ab (Tm = 75.5 °C und ∆H0u,vH = 821 kJ mol-1), sind allerdings innerhalb des Fehlers iden-
tisch. Eine leichte Abweichung ko¨nnte auch entstehen, da fu¨r diese Studien eine unter-
schiedliche Charge Aktin verwendet wurde. In Gegenwart von 0.5 M Harnstoff sinkt die
Tm signifikant um 3.7 °C und die Van’t Hoff Enthalpie des U¨bergangs wird ebenfalls
um ˜200 kJ mol
-1 reduziert. Die Reduzierung von ∆H0u,vH deutet darauf hin, dass die
Gegenwart von 0.5 M Harnstoff bereits zu einer Abnahme von Bindungen innerhalb
der Proteinstruktur gefu¨hrt hat bzw. ein Einfluss auf den Entfaltungsprozess vorliegt.
Wird der Probe hingegen TMAO zugegeben, so steigt die U¨bergangstemperatur Tm im
Falle einer Konzentration von 1 M um 3.3 °C an und in Gegenwart von 2 M TMAO um
5.8 °C. Die zugeho¨rigen Van’t Hoff Enthalpien werden innerhalb des experimentel-
len Fehlers nicht signifikant beeinflusst, sodass TMAO vermutlich keine Auswirkungen
auf den eigentlichen Prozess der Entfaltung hat. Da der thermisch induzierte Entfal-
tungsprozess von F-Aktin irreversibel verla¨uft, sind die berechneten Gro¨ßen nicht als
Absolutwerte zu sehen, ko¨nnen allerdings zum Vergleich der verschiedenen Cosolvens-
bedingungen analysiert werden.
Tabelle 3.2: Ermittelte U¨bergangstemperaturen und Van’t Hoff
Enthalpien des Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses von F-Aktin in
Gegenwart von Cosolventien, basierend auf der Analyse der tempera-
turabha¨ngigen FTIR-spektroskopischen Daten.
Cosolvensbedingungen Tm / °C ∆H0u,vH / kJ mol-1
kein Cosolvens 76.3± 1.2 841± 20
0.5 M Harnstoff 72.6± 1.0 636± 145
1 M TMAO 79.6± 1.1 850± 10
2 M TMAO 82.1± 1.1 823± 49
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Abbildung 3.27: DSC-Thermogramme von F-Aktin in Abwesenheit von Cosolventien
(a) und in Gegenwart von 0.5 M Harnstoff (b), 1 M TMAO (c) und 2 M TMAO (d).
Die erhaltenen Thermogramme wurden mittels FSD-Funktionen analysiert, um etwai-
ge Subbanden zu identifizieren. Die erhaltenen unterliegenden Banden sind als graue
Linien dargestellt. Die Funktionsanpassung, basierend auf den ermittelten Banden, ist
als rote Linie dargestellt.
Als komplementa¨re Methode zu den temperaturabha¨ngigen FTIR-Messungen wur-
den ebenfalls DSC-Messungen an F-Aktin durchgefu¨hrt. Abbildung 3.27 zeigt die erhal-
tenen Thermogramme von F-Aktin (a) und in Gegenwart von 0.5 M Harnstoff (b), 1 M
TMAO (c) und 2 M TMAO (d). Die erhaltenen DSC-Daten wurden mittels Fourier-
Selbstentfaltungsfunktionen analysiert, um Subbanden und somit Subprozesse zu iden-
tifizieren. Wie bereits in Kapitel 3.2.2 ero¨rtert, basiert das erhaltene Thermogramm
von F-Aktin auf drei Prozessen und anschließender Aggregation des denaturierten Pro-
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teins (Abb. 3.27 Peak 1 - 4). Peak 1 (76.3 °C) und Peak 2 (77.5 °C) sind wahrscheinlich
auf eine partielle Entfaltung von Protomeren innerhalb der Filamente zuru¨ckzufu¨hren.
Diese partielle Entfaltung begru¨ndet vermutlich die folgende hochkooperative Disso-
ziation des Filaments bei ˜78.0 °C (Peak 3), die zu dieser scharfen Peakform fu¨hrt. Der
exotherme Peak 4 mit einem Minimum bei einer Temperatur von 78.3 °C ist mit ho-
her Wahrscheinlichkeit auf die Aggregation thermisch denaturierter Aktinmonomere
zuru¨ckzufu¨hren, wie auch bereits durch Levitsky et al. beschrieben wurde. [189] Dieses
Aggregationsverhalten wird ebenfalls durch die hier vorgestellten FTIR-Daten veri-
fiziert, die einen starken Anstieg an intermolekularen β-Faltbla¨tter im selben Tem-
peraturintervall aufweisen. Durch die Gegenwart von Cosolventien wird die u¨berge-
ordnete Peakform und die Anzahl an zugeho¨rigen Subpeaks bzw. Subprozessen des
Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses nicht vera¨ndert (Abb. 3.27). D.h. auch in Gegen-
wart von Harnstoff oder TMAO handelt es sich bei der thermischen Denaturierung
um einen triphasischen Prozess. Im Falle von Harnstoff ist ein kleiner Unterschied
bzgl. der Peakho¨he des Peaks 3 zu erkennen, die etwas geringer ausfa¨llt. Allerdings ist
es aufgrund der Scha¨rfe des Peaks ebenfalls mo¨glich, dass eventuell ein ho¨herliegen-
der Datenpunkt nicht detektiert wurde. Die Auswertung der erhaltenen Thermogram-
me des Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses von F-Aktin in Gegenwart von Harnstoff
und TMAO liefert die in Tabelle 3.3 dargestellten Ergebnisse. Prinzipiell fu¨hrt die
Gegenwart von Harnstoff zu einer Absenkung und eine steigende Konzentration an
TMAO fu¨hrt zur Erho¨hung der U¨bergangstemperatur(en), in guter U¨bereinstimmung
mit den erhaltenen FTIR-Daten. Bzgl. der ermittelten kalorimetrischen Enthalpiea¨n-
derungen ∆H0u,cal, die wa¨hrend des thermisch induzierten U¨bergangs auftreten, wird
ebenfalls ersichtlich, dass Harnstoff diese leicht zu senken scheint, TMAO hingegen
keinen signifikanten Einfluss aufweist. Dieser Effekt wurde ebenfalls durch die FTIR-
spektroskopischen Analysen besta¨tigt, sodass davon ausgegangen werden kann, dass
die Anwesenheit von TMAO sich nicht direkt auf den Entfaltungsmechanismus des
Proteins auswirkt, die Gegenwart von Harnstoff hingegen schon. Diese Daten sind in
guter U¨bereinstimmung mit bisherigen Studien und den gefolgerten Theorien bzgl.
der Wirkungsmechanismen von Harnstoff und TMAO: [121] Die destabilisierende Wir-
kung von Harnstoff wird basierend auf experimentellen und theoretischen Studien all-
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gemein auf eine direkte Interaktion zwischen Osmolyt und Protein zuru¨ckgefu¨hrt, [121]
da Harnstoff pra¨ferentiell mit Proteinseitenketten und dem Proteinru¨ckgrat wechsel-
wirkt. [119,120,122–124,203] Die in Gegenwart von Harnstoff erniedrigte Enthalpiea¨nderung
des Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses von F-Aktin wa¨re durch einen direkten Wir-
kungsmechanismus zu erkla¨ren. Da die denaturierte Struktur von Proteinen eine ho¨here
Anzahl an Interaktionsstellen der Seitenketten und des Proteinru¨ckgrats aufweist, wird
in Gegenwart von Harnstoff das Reaktionsgleichgewicht seitens des entfalteten Ensem-
bles verschoben, [121] wodurch ebenfalls die reduzierte Temperaturstabilita¨t des Proteins
zu erkla¨ren ist. Vermutlich kommt es in Gegenwart von Harnstoff zu einer partiellen
Vorentfaltung der Proteinstruktur, die im Falle einer Konzentration von 0.5 M mittels
der hier durchgefu¨hrten FTIR-Messungen allerdings im Rahmen des experimentellen
Fehlers nicht nachweisbar ist. Da ho¨here Konzentrationen des Osmolyts ebenfalls ei-
ne hohe Absorption im Bereich der Amid-I’-Bande aufweisen, wurde die Auswirkung
dieser auf die Sekunda¨rstrukturanteile des Proteins nicht weiter studiert.
Im Gegensatz zu Harnstoff ist das allgemeine Versta¨ndnis bzgl. der Wirkungswei-
se von TMAO auf Proteine basierend auf experimentellen und theoretischen Studien
ein indirekter Wirkmechanismus, der zu einer Stabilisierung der nativen Konformation
von Proteinen fu¨hrt. [118,204–206] Aufgrund der starken Interaktionen zwischen TMAO-
und Wassermoleku¨len fu¨hrt die Gegenwart von TMAO in wa¨ssrigen Lo¨sungen zu einer
geordneteren Wasserstruktur, basierend auf der Erho¨hung der Wasserstoffbru¨ckenbin-
dungen pro Wassermoleku¨l und einer leichten Erho¨hung der Bindungssta¨rke der Was-
serstoffbru¨ckenbindungen. [205] TMAO wird pra¨ferentiell von der Proteinoberfla¨che aus-
gegrenzt, wodurch ein direkter Wirkungsmechanismus ausgeschlossen werden kann. [204]
Somit konkurriert TMAO nicht mit intramolekularen Wasserstoffbru¨ckenbindungen in-
nerhalb des Proteins und dies fu¨hrt somit nicht zum Aufbrechen des hydrophoben
Proteininneren. [204,207] Dies wird durch den Vergleich mit den durchgefu¨hrten FTIR-
und DSC-Messungen deutlich, da eine steigende Konzentration an TMAO keinerlei
Auswirkung auf die Enthalpiea¨nderungen des Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses von
F-Aktin aufweist (Tab. 3.2 und 3.3). Der stabilisierende Effekt von TMAO bzgl. des
nativen Proteinensembles konnte ebenfalls mittels der durchgefu¨hrten temperaturab-
ha¨ngigen FTIR- und DSC-Experimente nachgewiesen werden. In Gegenwart von 1 M
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Tabelle 3.3: Ermittelte U¨bergangstemperaturen und kalorimetrische Enthalpien des
Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses von F-Aktin in Gegenwart von Cosolventien, ba-
sierend auf der Subbanden-Analyse der erhaltenen DSC-Thermogramme.
Cosolvensbedingungen iTm,1 /Tm,2 /Tm,3 /Tm,4 / °C ∆H0u,cal / kJ mol-1
kein Cosolvensii 76.3 / 77.5 / 78.0 / 78.3± 0.1 1058± 87
0.5 M Harnstoff 74.7 / 76.0 / 76.4 / 76.7± 0.2
936± 45
1 M TMAO 80.4 / 81.4 / 81.8 / 82.3± 0.5 1092± 47
2 M TMAO 82.8 / 84.3 / 84.8 / 85.4± 0.4 1077± 32
i Die Zahlen 1, 2, 3, 4 stehen fu¨r den jeweiligen Subpeak des zugeho¨rigen Thermogramms. ii Die leicht
erho¨hten Werte der Maxima der jeweiligen Subpeaks, im Vergleich zu den ermittelten Werten in
Kapitel 3.2.2, ist durch die Verwendung unterschiedlicher Chargen an Aktin zu erkla¨ren.
und 2 M TMAO steigt die Stabilita¨t bzw. die U¨bergangstemperatur des Entfaltungs-
/ Dissoziationsprozesses von F-Aktin um 3.3 und 5.8 °C (Tab. 3.2). Es hat sich heraus-
gestellt, dass TMAO die Eigenschaft aufweist mit dem Proteinru¨ckgrat, das im denatu-
rierten Zustand zunehmend exponiert wird, nicht bevorzugt zu interagieren; es handelt
sich hierbei um eine solvophobe thermodynamische Triebkraft: den osmophoben Ef-
fekt. [112] Durch diesen Effekt wird die denaturierte Proteinkonformation destabilisiert
bzw. das Gleichgewicht seitens des nativen Zustandes verschoben [112]
Es ist bekannt, dass in Zellen von Tiefseeorganismen mit zunehmender Meerestiefe
ein linearer Anstieg der Konzentration an TMAO auftritt und diese eine entscheidende
Rolle bei der Stabilisierung von Proteinstrukturen und Protein-Ligand-Komplexen ge-
gen hohe hydrostatische Dru¨cke spielt. [5,6,115] Yancey et al. [170] haben gezeigt, dass die
Polymerisationsrate von α-Aktin aus Skelettmuskeln eines Tiefseefischs (Coryphaenoi-
des armatus) bei einem Druck von ˜500 bar stark inhibiert wird. Allerdings weisen die
Muskelzellen dieses Fischs natu¨rlicher Weise eine erho¨hte Konzentration an TMAO von
˜250 mM auf. In Gegenwart dieser erho¨hten Konzentration an TMAO wurde die inhibie-
rende Wirkung des hydrostatischen Drucks durch den kompatiblen Osmolyt kompen-
siert, sodass die Polymerisationsrate wieder auf ein Normalmaß anstieg. Im Folgenden
werden die Effekte von hohen hydrostatischen Dru¨cken auf die Faltungsstabilita¨t von
F-Aktin und die stabilisierenden bzw. destabilisierenden Auswirkungen der Cosolven-
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Abbildung 3.28: Druckabha¨ngige A¨nderungen der Amid-I’-Bande und ausgewa¨hlter
Sekunda¨rstrukturelemente von F-Aktin ohne Cosolventien (a,b) und in Anwesenheit
von 0.5 M Harnstoff (c,d), 1 M TMAO (e,f) und 2 M TMAO (g,h). Die Amid-I’-Bande
des nativen Zustandes ist als blaue Linie und der druck-denaturierte Zustand als ro-
te Linie hervorgehoben. An die ermittelten A¨nderungen der Sekunda¨rstrukturanteile
wurde die Boltzmann-Funktion 3.2 angepasst (als jeweilige Linie dargestellt).  α-
Helix (1655 cm-1),  intramolekulare β-Faltbla¨tter (1635 cm-1), N intramolekulare β-
Faltbla¨tter (1627 cm-1). Die Messungen wurden bei einer konstanten Temperatur von
20 °C durchgefu¨hrt.
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tien TMAO und Harnstoff untersucht. In Abbildung 3.28 sind die durchgefu¨hrten druck-
abha¨ngigen FTIR-spektroskopischen Analysen von F-Aktin in Abwesenheit von Cosol-
ventien (a,b) und in Gegenwart von 0.5 M Harnstoff (c,d), 1 M TMAO (e,f) und 2 M
TMAO (g,h) dargestellt.
Wie bereits erwa¨hnt, weist die native Struktur von F-Aktin zwei maßgebliche Ban-
den auf, die auf hohe Anteile an α-Helices und intramolekularen β-Faltbla¨tter zu-
ru¨ckzufu¨hren sind. Eine Druckerho¨hung hat in Abwesenheit und in Anwesenheit von
Harnstoff und TMAO einen identischen Effekt bzgl. der Vera¨nderungen der Sekun-
da¨rstrukturelemente des Proteins: Populationen an α-Helices bei ˜1655 cm
-1 und in-
tramolekulare β-Faltbla¨ttern bei ˜1627 cm
-1 werden reduziert, der Anteil der Spezi-
es an intramolekularen β-Faltbla¨ttern (˜1635 cm
-1), charakterisiert durch schwa¨chere
Wasserstoffbru¨ckenbindungen, hingegen steigt (Abb. 3.28 b,d,f,h). Allerdings weisen
TMAO und Harnstoff einen unterschiedlichen Effekt bzgl. der ermittelten U¨bergangs-
dru¨cke pu des Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses von F-Aktin auf (Tab. 3.4). Ohne
die Gegenwart von Cosolventien liegt der U¨bergangsdruck bei 3.5 kbar und die mit
dem Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses einhergehenden Volumena¨nderungen betra-
gen -21 mL mol-1. Liegen 0.5 M Harnstoff in der Lo¨sung vor, so wird der U¨bergangsdruck
um 1.4 kbar reduziert und die Volumena¨nderung betra¨gt -64 mL mol-1. Wie bereits bei
den temperaturabha¨ngigen Studien nachgewiesen, tra¨gt Harnstoff signifikant zu einer
Destabilisierung der Struktur von F-Aktin bei. Dieser Effekt ist auch im Falle der
Druckstabilita¨t zu beobachten (3.28 d). Wie bereits erwa¨hnt, ist bekannt, dass Harn-
stoff direkte Interaktionen mit Proteinseitenketten und dem Proteinru¨ckgrat eingeht.
Der entfaltete Zustand von Protein weist eine ho¨here Anzahl an Interaktionsstellen
dieser Art auf als der kompaktere gefaltete Zustand, sodass Harnstoff das Gleichge-
wicht seitens des denaturierten Zustands verschiebt. Die Volumena¨nderung ∆Vu ist
im Vergleich zum Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses von F-Aktin ohne die Zugabe
von Harnstoff um einen Faktor von ˜3 erho¨ht. Allerdings sind Volumena¨nderungen,
die mittels Funktionsanpassung von Formel 3.2 an die experimentellen Daten (Abb.
3.28) erhalten werden mit, einem relativ großen Fehler behaftet (± ˜50 %), [208] da die
Bestimmung des Drucks bei Verwendung der Diamantstempeltechnik relativ ungenau
ist (± 150 bar). Somit kann im Rahmen des Fehlers nicht sichergestellt werden, dass
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Tabelle 3.4: Ermittelte U¨bergangsdru¨cke und Volumena¨nderungen
des Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses von F-Aktin in Gegenwart
von Cosolventien, basierend auf der Analyse der druckabha¨ngigen
FTIR-spektroskopischen Daten.
Cosolvensbedingungen pu / kbar
i∆Vu / mL mol
-1
kein Cosolvens 3.5± 0.15 -21
0.5 M Harnstoff 2.1± 0.15 -64
1 M TMAO 3.3± 0.15 -35
2 M TMAO 4.2± 0.15 -23
i Basierend auf der Druckbestimmung bei Verwendung der Diamantstempeltech-
nik mittels BaSO4 liegt der Fehler von ∆V bei ± ˜50 %. [208]
sich die Anwesenheit von Harnstoff auf eine Volumena¨nderung auswirkt.
Es ist bekannt, dass der maßgebliche Beitrag der druckinduzierten Volumena¨nde-
rung von Proteinen beim U¨bergang des nativen in den entfalteten Zustand Hohlra¨ume
innerhalb des Proteins sind, die wa¨hrend der Druckentfaltung mit Wassermoleku¨len
gefu¨llt werden. [11,105,106,183,209] Diese Hohlra¨ume sind allerdings nicht homogen u¨ber die
Proteinstruktur verteilt, sodass unterschiedliche Drucksensitivita¨ten in verschiedenen
Bereichen des Proteins vorliegen ko¨nnen. [140] Ein mo¨gliche Erkla¨rung fu¨r eine etwaige
erho¨hte Volumena¨nderung des Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses von F-Aktin in Ge-
genwart von Harnstoff wa¨re, dass es zu einer Destabilisierung von Proteinhohlra¨umen
bzw. vollsta¨ndigen Entfaltung des Proteins kommt, die ohne die Gegenwart von Harn-
stoff wa¨hrend der Druckentfaltung nicht kollabieren und somit auch die Volumena¨nde-
rung geringer wa¨re. Generell wird in der Literatur bisher allerdings kein Einfluss der
Konzentration an Harnstoff auf die Volumena¨nderung wa¨hrend Proteinentfaltungspro-
zessen beschrieben. [140] Der natu¨rliche Osmolyt TMAO weist im Rahmen des Fehlers
keinerlei Auswirkung auf die mit dem Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses einherge-
henden Volumena¨nderungen auf. Dies ist vermutlich darin begru¨ndet, dass der Wirk-
mechanismus, wie bereits beschrieben, nicht u¨ber direkte Interaktionen des Osmolyts
mit dem Protein erfolgt, sondern u¨ber eine Vera¨nderung der Wasserstruktur des Umge-
bungswassers und der Hydratschicht des Proteins, die letztendlich die Stabilisierung der
nativen Proteinstruktur verursacht, allerdings keine Auswirkung auf Hohlra¨ume inner-
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halb von Proteinen hat. Die Stabilisierung der nativen Proteinstruktur ist in Gegenwart
von 1 M TMAO, im Rahmen des Fehlers, noch nicht signifikant ausgepra¨gt, zeichnet
sich allerdings in Anwesenheit von 2 M TMAO deutlich ab, da der U¨bergangsdruck um
0.7 kbar ansteigt.
3.3.3 Zusammenfassung und Schlussfolgerung
Die Zellen der meisten Meeresorganismen sind bzgl. des umgebenden Seewassers isoos-
motisch. Dies ist allerdings nicht unbedingt in hohen intrazellula¨ren Salzkonzentra-
tionen, sondern vielmehr in hohen Konzentrationen an organischen Osmolyten, wie
z.B. Zucker, Polyolen, neutraler Aminosa¨uren und Methylaminen begru¨ndet. [170] Des
Weiteren haben Analysen der Muskelzellen von Tiefseeorganismen gezeigt, dass der
TMAO-Gehalt der Zellen linear mit zunehmender Meerestiefe ansteigt und da der
hydrostatische Druck der einzige Umgebungsfaktor ist, der ebenfalls linear mit stei-
gender Meerestiefe ansteigt, wurde die Hypothese aufgestellt TMAO, wu¨rde diesem
entgegenwirken. [6] Wie TMAO geho¨rt auch Harnstoff zur Gruppe der natu¨rlichen Os-
molyte, wenngleich diese Substanz keinerlei schu¨tzende Wirkung auf Proteinstrukturen
aufweist. Harnstoff wird natu¨rlicher Weise bei Sa¨ugetieren in Nierenmarkzellen sowie
in Zellen von Meeresorganismen wie Haien, Rochen oder Quastenflosslern, akkumu-
liert. [5] In vivo-Studien haben bereits gezeigt, dass die Kompression von Zellen bis hin
zu mehreren Hundert bar die Zersto¨rung/ Dissoziation von wesentlichen Bestandteilen
des Zytoskeletts, wie Mikrotubuli oder Aktinflamenten, zur Folge hat. [163–167]
In dieser Studie wurden die Effekte zweier natu¨rlicher Osmolyte hinsichtlich der
Temperatur- und Druckstabilita¨t von Aktinfilamenten, einem wesentlichen Bestandteil
des Zytoskeletts von Zellen, untersucht. Zur Analyse von thermisch und druckinduzier-
ten A¨nderungen der Struktur von F-Aktin wurden temperatur- und druckabha¨ngige
FTIR-Experimente und zur weiteren Analyse von Prozessen, die wa¨hrend der thermi-
schen Entfaltung / Dissoziation von F-Aktin auftreten, wurden DSC-Studien durchge-
fu¨hrt. Temperaturabha¨ngie FTIR-Analysen von F-Aktin haben gezeigt, dass die ther-
mische Denaturierung stark sinkende Populationen an α-Helices und intramolekularen
β-Faltbla¨ttern zur Folge hat. Der Anteil an intermolekularen β-Faltbla¨ttern steigt hin-
gegen drastisch an. Dieses Vera¨nderungen der Sekunda¨strukturelemente wurden so-
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wohl in Abwesenheit als auch in Anwesenheit der Osmolyte TMAO oder Harnstoff
beobachtet. Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass die Gegenwart von TMAO in
der Proteinlo¨sung zu einer signifikanten Steigerung der Stabilita¨t des Proteins gegen-
u¨ber hohen Temperaturen fu¨hrt. So stieg die U¨bergangstemperatur des Entfaltungs-
/ Dissoziationsprozesses in Gegenwart von 1 und 2 M TMAO um ˜3 bzw. ˜6 °C. Hinge-
gen wurden die korrespondierenden Enthalpiea¨nderungen (∆H0u,vH, ∆H
0
u,cal), im Ver-
gleich zum Entfaltungsverhalten ohne die Anwesenheit von TMAO, nicht signifikant
beeinflusst. Dies deutet darauf hin, dass der eigentliche Entfaltungs-/ Dissoziationspro-
zesses von F-Aktin durch den Osmolyt nicht beeinflusst wird. Dies ist vermutlich auf
den indirekten Wirkmechanismus der Stabilisierung des Proteins von TMAO zuru¨ck-
zufu¨hren. [118,204–206] Es ist bekannt, dass TMAO starke Wechselwirkungen mit Was-
sermoleku¨len eingeht und von der Proteinoberfla¨che pra¨ferentiell ausgegrenzt wird. [204]
Des Weiteren konkurriert TMAO aufgrund seiner geringen Affinita¨t zum Proteinru¨ck-
grat nicht mit intramolekularen Wasserstoffbru¨ckenbindungen und fu¨hrt somit nicht
zum Aufbrechen des hydrophoben Proteininneren (vgl. Harnstoff). [204,207] Des Weite-
ren wird in Gegenwart von TMAO die Wasserstruktur der Hydratschicht des Pro-
teins vera¨ndert, indem die Sta¨rke der Wasserstoffbru¨ckenbindungen erho¨ht wird. [205]
In Kombination fu¨hren die genannten Effekte zur Verschiebung des Gleichgewichts
zwischen nativer und denaturierter Proteinkonformationen seitens des nativen Zu-
stands, der somit stabilisiert wird. Die Analysen der mittels DSC erhaltenen Ther-
mogramme spiegeln ebenfalls den stabilisierenden Effekt von TMAO wider und wei-
sen auf einen triphasischen Entfaltungsprozess mit einer anschließenden Aggregation
von thermisch denaturierten Monomeren hin, wie es auch in Abwesenheit von TMAO
der Fall ist. Die destabilisierende Wirkung von Harnstoff wird basierend auf experi-
mentellen und theoretischen Studien allgemein auf eine direkte Interaktion zwischen
Osmolyt und Protein zuru¨ckgefu¨hrt, da Harnstoff pra¨ferentiell mit Proteinseitenket-
ten und dem Proteinru¨ckgrat wechselwirkt. [119–124,203] Der destabilisierende Effekt von
Harnstoff konnte auch im Falle von F-Aktin nachgewiesen werden. So wurde aus den
erhaltenen FTIR-Daten eine um ˜4 °C reduzierte U¨bergangstemperatur ermittelt. Des
Weiteren wurden die mit dem thermischen Entfaltungs- / Dissoziationsprozess einher-
gehenden Enthalpiea¨nderungen ebenfalls verringert. Diese Effekte sind wahrscheinlich
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auf eine partielle Destabilisierung / Vorentfaltung der nativen Proteinstruktur zuru¨ck-
zufu¨hren, die durch Interaktionen zwischen Harnstoff und Proteinseitenketten oder
dem Proteinru¨ckgrat hervorgerufen werden, allerdings mittels Sekunda¨rstrukturana-
lysen der Amid-I’-Bande von F-Aktin nicht nachweisbar waren. Allerdings sind pro-
zentuale A¨nderungen innerhalb von Sekunda¨rstrukturelementen von ±˜5 % innerhalb
des Fehlers dieser Methode anzusehen. [210] Da die ermittelten Enthalpiea¨nderungen des
Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses in Gegenwart von Harnstoff sowohl basierend auf
FTIR-Analysen als auch durch DSC-Analysen leicht reduziert waren, ko¨nnte dies ein
Indiz fu¨r eine destabilisierte bzw. partiell entfaltete Proteinkonformation sein, die durch
die Gegenwart von Harnstoff induziert wird.
Zur Analyse des Effektes von hohem hydrostatischen Druck auf die Struktur von
Aktinfilamenten und dem Einwirken von TMAO und Harnstoff wurden druckabha¨n-
gige FTIR-Studien bis zu einem Maximaldruck von ˜10 kbar durchgefu¨hrt. Sowohl in
Abwesenheit als auch in Anwesenheit der Cosolventien fu¨hrt eine Erho¨hung des Drucks
zu einer Reduktion der Sekunda¨rstrukturanteile von α-Helices bei ˜1655 cm
-1 und intra-
molekularen β-Faltbla¨ttern bei ˜1627 cm
-1, der Anteil der Spezies an intramolekularen
β-Faltbla¨ttern (˜1635 cm
-1), charakterisiert durch schwa¨chere Wasserstoffbru¨ckenbin-
dungen, hingegen steigt. Mittels dieser Methode wurde sowohl der U¨bergangsdruck des
Entfaltungs-/ Dissoziationsprozesses von F-Aktin als auch die damit verbunden Volu-
mena¨nderung ermittelt. In Gegenwart von 2 M TMAO ist eine Erho¨hung des U¨ber-
gangsdruck von 700 bar ermittelt worden, wa¨hrend die Volumena¨nderungen in Gegen-
wart von 1 und 2 M TMAO im Vergleich zur Probe ohne den Osmolyt nicht vera¨ndert
wurden und somit im Bereich von -21 bis -35 mL mol-1 liegen. Dies ist darauf zuru¨ck-
zufu¨hren, dass TMAO u¨ber den bereits erwa¨hnten indirekten Mechanismus zur Sta-
bilisierung des Proteins beitra¨gt, wodurch vorhandene Hohlra¨ume im Proteininneren,
die letztendlich maßgeblich fu¨r die beim druckinduzierten Entfaltungsprozess auftre-
tenden Volumena¨nderungen verantwortlich sind, unvera¨ndert bleiben. Der dem hydro-
statischen Druck entgegenwirkende Effekt des kompatiblen Osmolyts TMAO konnte
somit eindeutig nachgewiesen werden. Die Gegenwart von 0.5 M Harnstoff fu¨hrt zu
einer drastischen Destabilisierung von F-Aktin und somit zu einer erho¨hten Druck-
sensitivita¨t. So wird der U¨bergangsdruck um 1.4 kbar reduziert. Dieser Effekt ist, wie
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bereits bei den temperaturabha¨ngigen Studien dargestellt, wahrscheinlich auf eine par-
tielle Vorentfaltung der Proteinstruktur, basierend auf Interaktionen von Harnstoff und
Proteinseitenketten und / oder dem Proteinru¨ckgrat, zuru¨ckzufu¨hren.
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4 Assemblierungskinetik von
Aktinstrukturen
4.1 Einleitung und Zielsetzung
Wie bereits in Kapitel 1.2.1 beschrieben, ist sowohl das thermodynamische Gleichge-
wicht zwischen nativer und entfalteter Proteinkonformation, als auch die chemische
Reaktionskinetik intrazellula¨rer, biomolekularer Systeme signifikant von Temperatur,
Druck, natu¨rlichen Osmolyten (TMAO, Harnstoff) und der effektiven Konzentration
des betrachteten Proteins bzw. der Reaktanten, die in vivo durch hohe Konzentratio-
nen an Makromoleku¨len beeinflusst wird, abha¨ngig. [5,6,112,211,212] Im Falle des kompati-
blen Osmolyts TMAO und Harnstoff wurde zudem ein kompensatorischer Effekt bzgl.
der Stabilisierung / Destabilisierung von Proteinkonformationen und Assemblierungs-
prozessen von Proteinen nachgewiesen. [117,213] In den folgenden Projekten sollen die
Auswirkungen von Temperatur und Druck auf die Polymerisationskinetik von Aktin
analysiert werden. Des Weiteren sollen zella¨hnliche Bedingungen durch die Gegenwart
der physiologischen Osmolyte TMAO und Harnstoff dargestellt werden, um die Auswir-
kungen auf die Assemblierung von Aktinfilamenten bei variierender Temperatur und
hohen hydrostatischen Dru¨cken zu studieren. Zudem sollen hohe intrazellula¨re Kon-
zentrationen an Makromoleku¨len durch den Einsatz eines makromolekularen Crowders
imitiert werden, um den Polymerisationsprozess unter derartigen Bedingungen studie-
ren zu ko¨nnen.
In Projekt 4.2 - Cosolvens- und Crowding-Effekte auf die Polymerisations-
reaktion von Aktin wurden die Effekte von kosmotropen und chaotropen Cosol-
ventien (TMAO, Harnstoff) und eines makromolekularen Crowders (Dextran), der ei-
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ne hochkonzentierte makromolekulare Umgebung in vivo simulieren soll, auf die Po-
lymerisationskinetik von Aktin studiert. Um Informationen u¨ber den Einfluss dieser
Substanzen auf die Kinetik der Polymerisationreaktion zu erhalten, wurden transien-
te Fluoreszenzintensita¨ts- und -anisotropie-Messungen durchgefu¨hrt. Weiterhin zeigen
Messungen der Polymerisationsreaktion in Gegenwart von Mischungen beider Osmolyte
den bekannten kompensatorischen Effekt von TMAO und Harnstoff auf die Assemb-
lierungskinetik von Aktin. Durch die Anwesenheit des molekularen Crowders Dextran
sollten zella¨hnliche hohe Konzentrationen an Makromoleku¨len simuliert werden, um
den damit verbundenen Effekt auf die Polymerisationskinetik darzustellen.
In Projekt 4.3.3 - Kombinierte Effekte von Temperatur, Druck und Cosol-
ventien auf die Polymerisationskinetik von Aktin wurden im die Einflu¨sse von
Temperatur und Druck in Gegenwart von Cosolventien auf den Polymerisationspro-
zess von Aktin studiert. Zur experimentellen Durchfu¨hrung wurde die Stopped-Flow-
Methode in Abha¨ngigkeit von Temperatur und Druck verwendet. Der Polymerisations-
prozess von Aktin wurde in beiden Projekten u¨ber den Anstieg der Fluoreszenzinten-
sita¨t von Pyren, das kovalent an die Aminosa¨ure Cys374 des Proteins gebunden ist,
detektiert. Der Anstieg der Fluoreszenzintensita¨t basiert auf der Vera¨nderung der Mi-
kroumgebung des Fluorophors, die wa¨hrend der Assemblierung von Aktinfilamenten,
auftritt und weist eine Proportionalita¨t zur Menge der gebildeten Filamente auf. [214,215]
Dieser sogenannte Pyren-Assay ist eine weitverbreitete Methode zur Detektion der
Polymerisationskinetik, der zugrundeliegenden Geschwindigkeitskonstanten des Poly-
merisationsprozesses oder zur Bestimmung der kritischen Aktinkonzentration. [61] Zur
Simulation und quantitativen Beschreibung der experimentellen Daten des Polymerisa-
tionsprozesses und der Effekte von Temperatur, Druck, der eingesetzten Cosolventien
und Crowder, wurde ein integratives, stochastisches Simulationsmodell verwendet wer-
den. Durch die Simulation und quantitative Beschreibung des Polymerisationsprozesses
unter genannten variierenden Reaktionsbedingungen konnten die beeinflussten Teilre-
aktionen der G-zu-F -Transformation identifiziert werden.
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4.2 Cosolvens- und Crowding-Effekte auf die
Polymerisationsreaktion von Aktin
4.2.1 Material und Methoden
Materialien und Probenpra¨paration
Pyren-gelabeltes (10 %) und ungelabeltes α-Aktin aus Kaninchenskelettmuskel, G- und
F-Puffer wurden von der Firma HYPERMOL (Bielefeld, Deutschland), Trimethylamin-
N -oxid (TMAO) und Harnstoff von Sigma-Aldrich (Seelze, Deutschland) und Dextran
(durchschnittliche molare Masse = 70 kDa) von Carl Roth (Karlsruhe, Deutschland)
bezogen. Vor den jeweiligen Experimenten wurde G-Aktin gegen G-Puffer (2 mM Tris-
Cl, pH 8.2, 0.4 mM ATP, 0.5 mM DTT, 0.1 mM CaCl2) dialysiert und anschließend
zentrifugiert (100000 g, 4 °C, 3 h), um mo¨gliche Proteinaggregate abzutrennen. Die Pro-
teinkonzentration des U¨berstandes wurde mittels der Biuret-Methode bestimmt, bevor
dieser in den Experimenten verwendet wurde.
Pyren-Assay und Fluoreszensanisotropie-Messungen
Vor Beginn des jeweiligen Experiments wurde G-Aktin in G-Puffer und der entsprechen-
den Konzentration an Cosolventien bzw. makromolekularem Crowder inkubiert. Die
Polymerisationsreaktion wurde durch Zugabe von F-Puffer (10 mM Imidazol, pH 7.4,
100 mM KCl, 1 mM ATP) induziert. Die Fluoreszenzintensita¨t wurde alle 20 s mittels
eines Mikrotiterplatten-Spektrometers (Infinite M200, TECAN) bei 25 °C gemessen.
Der Polymerisationsprozess kann u¨ber Vera¨nderungen der Fluoreszenzintensita¨t von
Pyren (λex = 365 nm, λem = 405 nm) detektiert werden (fu¨r weitere Einzelheiten bzgl.
dieses Nachweises der Polymerisation siehe Referenz: [217]). Zur Messung der Fluores-
zenzanisotropie wurde die Fluoreszenz von Pyren bei 365 nm angeregt und die Emission
bei 412 nm detektiert. Fluoreszenzanisotropie-Messungen wurden in einem Perkin El-
mer LS 55 Fluoreszenzspektrometer bei 25 °C durchgefu¨hrt.
Teile dieser Studie wurden in folgender Referenz vero¨ffentlicht:
Rosin, C., P.H. Schummel, and R. Winter. 2014. Cosolvent and crowding effects on the polymerization
kinetics of actin. Phys. Chem. Chem. Phys. 17(13): 8330-8337. [216]
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Bestimmung der kritischen Konzentration von Aktin
Um den Einfluss der verschiedenen Cosolventien auf die kritische Konzentration von
Aktin cc zu bestimmen, wurden 15µM Pyren-gelabeltes Aktin in F-Puffer, in F-Puffer
und 1 M TMAO oder in F-Puffer und 1 M Harnstoff polymerisiert. Anschließend wurde
aus der Aktinlo¨sung, wie folgt mit F-Puffer und den entsprechenden Konzentrationen
an Cosolventien (keine Cosolventien, 1 M TMAO, 1 M Harnstoff), eine Verdu¨nnungsrei-
he erstellt: 10, 5, 2, 0.5, 0.3, 0.1, 0.05 und 0.02µM Aktin. Die Fluoreszenzintensita¨ten
(λex = 365 nm, λem = 405 nm) dieser Lo¨sungen wurden mittels eines Mikrotiterplatten-
Spektrometers (Infinite M200, TECAN) bei 25 °C detektiert, bis keine Vera¨nderungen
mehr erkennbar waren bzw. ein Gleichgewicht zwischen Polymerisation und Depoly-
merisation eingestellt war. Aus der Auftragung der Fluoreszenzintensita¨t I gegen die
Aktinkonzentration cAktin kann die kritische Konzentration durch den Schnittpunkt der
sich ergebenen Geraden unterschiedlicher Steigung bestimmt werden. [24]
Funktionsanpassung an kinetische Daten und Simulation des
Polymerisationsprozesses von Aktin
Zur quantitativen Beschreibung der experimentellen Ergebnisse wurden zwei Methoden
benutzt. Zum einen wurden die kinetischen Daten mittels eines analytischen Funktions-
modells zur Beschreibung des Polymerisationsprozesses angepasst (s. Gleichung 4.1; mit
t = Zeit, I = Fluoreszenzintensita¨t, I 0 = Fluoreszenzintensita¨t bei t = 0, cACF = Konzen-
tration F-Aktin, B = Hintergrundfluoreszenz, T = Verzo¨gerungsphase, cACF,max = ma-
ximal gebildete Konzentration an F-Aktin). Hierzu wurde die Software ActinPyrene-
Fit [76] verwendet. Dieses Funktionsmodell liefert als Ergebnis die apparenten Geschwin-
digkeitskonstanten der Assoziations- und Dissoziationsprozesse der Filamentenden und
die Geschwindigkeitskonstante des Nukleationsprozesses. Des Weiteren kann der Wen-
depunkt (im Folgenden als Halbwertszeit t1/2 definiert) der Funktion bestimmt werden,
der ebenfalls als Maß fu¨r die Geschwindigkeit der Reaktion fungieren kann.
I(t) = (I0 −B)cACF(t− T )
cACF,max
+B (4.1)
Da dieses Modell apparente Assoziations- und Dissoziationsprozesse beschreibt, ist es
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nicht geeignet, um herauszufinden welche(r) Subprozess(e) der Polymerisationsreaktion
von Aktin durch Zugabe der genannten Substanzen maßgeblich beeinflusst wird (wer-
den). Zu diesem Zweck wurde zur Beschreibung der Polymerisationsreaktion von Aktin
ein Simulationsmodell verwendet, das auf Monte Carlo-Simulationen basiert und die
maßgeblichen Reaktionen des Polymerisationsprozesses integriert: ActinSimChem. [76]
Dieses Simulationsmodell beru¨cksichtigt die in Abbildung 4.1 dargestellten Reaktionen,
die der Polymerisationsreaktion zu Grunde gelegt werden. Somit ergeben sich fu¨r die
Konzentrationen von Aktinfilamenten ATF und (+)-Enden FTB die Differentialglei-
chungen 4.2 und 4.3. Fu¨r weitere Details bzgl. des Simulationsprogramms und mecha-


























Mit ATM = Aktinmonomere mit gebundenem ATP; ATF = F-Aktin-Protomere mit ge-
bundenem ATP; FTB = (+)-Ende beladen mit ATP; FDB = (+)-Ende beladen mit
ADP; und folgenden Annahmen: cATF + cATM = A= konstant; cFTB = cFDB.
Bei diesen Simulationen wurde, wie auch bei den anderen Experimenten dieser Studie,
eine G-Aktinkonzentration von 5µM eingesetzt. Das Softwarepaket ActinSimChem bie-
tet mehrere stochastische Methoden als Basis fu¨r die Simulationen an. Da der Gillespie-
Algorithmus experimentelle Daten mit den geringsten Abweichungen beschreibt, wurde
dieser auch hier verwendet. [76] Des Weiteren wurde das
”
strukturauflo¨sende“ Modell
verwendet, das die Polarita¨t der Aktinfilamente beru¨cksichtigt. Zur Simulation der ex-
perimentellen Daten wurden zuna¨chst aus der Literatur bekannte Reaktionsgeschwin-
digkeitskonstanten verwendet (siehe Tab. 4.1). Drei dieser Konstanten wurden leicht
angepasst, um die in dieser Studie erhaltenen Daten der Kinetik von Aktin ohne den
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Abbildung 4.1: Simulierte Prozesse der Polymerisierungsreaktion von Aktin ein-
schließlich der Nukleationsreaktion (kSNUC) von ATP-beladenem G-Aktin, der Asso-
ziationsreaktionen von ATP / ADP-gebundenem G-Aktin (kASTB, kASDB) und Disso-
ziationsreaktionen von ATP / ADP und ADP-Pi-gebundenem G-Aktin (kDITB, kDIPB,
kDIDB) am (+)-Ende (”
barbed end“) des Filaments, der Assoziationsreaktionen von
ATP / ADP-gebundenem G-Aktin (kASTP, kASDP) und Dissoziationsreaktionen von
ATP / ADP und ADP-Pi-gebundenem G-Aktin (kDITP, kDIPP, kDIDP) am (-)-Ende
(
”
pointed end“) des Filaments, der Abbaureaktion von Filamenten (
”
filament aging“)
basierend auf der Hydrolyse von ATP-G-Aktin innerhalb des Filaments mit anschlie-
ßender Freisetzung des Phosphatrestes (kTTOP, kPTOD) und der Austauschreaktion von
ADP gegen ATP in G-Aktin in der Lo¨sung (kDTOT).
Zusatz von Cosolventien oder Crowder zu beschreiben (s. Tab. 4.1 und Abb. 4.2).
Abbildung 4.2 zeigt die experimentellen Daten des Polymerisationsprozesses von Aktin
sowie die Trajektorie der Simulation der Polymerisationsreaktion unter Verwendung
der angepassten Geschwindigkeitskonstanten (Tab. 4.1).
Es ist bekannt, dass der Polymerisationsprozess von Aktin nicht gegenu¨ber allen
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Tabelle 4.1: Geschwindigkeitskonstanten fu¨r den Polymerisationsprozess von Aktin
Geschwindigkeitskonstante Wert Referenz Angepasster Wert
kSNUC 2.3×10-11 µM-2s-1 [218] 4.1×10-11 µM-2s-1
kASTB 11.5 µM-2s-1 [64] 11 µM-2s-1
kASDB 3.8 µM-2s-1 [64] 5 µM-2s-1
kASTP 1.3 µM-2s-1 [64] identisch














-1 [220] [67] identisch
kPTOD 2.6×10-3 s-1 [67] [68] identisch
kDTOT 20 s
-1 [221] identisch
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Abbildung 4.2: Experimentelle (normierte Pyren-Fluoreszenzintensita¨t I /I max) und
simulierte (Signal normiert auf die maximal gebildete Konzentration an F-Aktin
cF-Aktin/cF-Aktin, max) Polymerisationskinetik von 5µM Aktin bei 25 °C. Simulationen
wurden mit den in Tabelle 4.1 dargestellten Geschwindigkeitskonstanten durchgefu¨hrt.
genannten Geschwindigkeitskonstanten eine erho¨hte Sensitivita¨t aufweist. [76] Die sich
maßgeblich auswirkenden Geschwindigkeitskonstanten sind: kSNUC, kASTB, kASDB, kDIPB,
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kDIDB, kDITB, die die Nukleationsreaktion sowie die Assoziations- und Dissoziationsre-
aktionen von Aktinmonomeren am (+)-Ende des Filaments beschreiben. Die erho¨hte
Sensitivita¨t ist darin begru¨ndet, dass diese Raten um etwa eine Gro¨ßenordnung ho¨her
liegen, als die Analoga am (-)-Ende des Filaments. Um im Folgenden die Einflu¨sse von
Cosolventien und des makromolekularen Crowders auf die Kinetik der Polymerisati-
onsreaktion von G- zu F-Aktin zu analysieren, wurden die Geschwindigkeitskonstanten
schrittweise variiert, um die erhaltenen experimentellen Daten zu simulieren.
4.2.2 Ergebnisse und Diskussion
Der erste Schritt der Polymerisationsreaktion von Aktin ist die Assoziation von kleinen,
thermodynamisch-instabilen Nuklei. Diese Nukleationsreaktion verla¨uft relativ langsam
und ist durch eine Lag-Phase zu Beginn des Polymerisationsprozesses charakterisiert.
Anschließend assemblieren Monomere an den Enden des gebildeten Nukleus und wach-
sen zu langen, helikalen Filamenten (Elongations-Phase). Der Elongationsprozess ist
beendet, wenn die G-Aktinkonzentration in der Lo¨sung auf den Wert der kritischen
Konzentration abgesunken ist und somit die Steady-State-Phase erreicht wird, wenn die
Assoziationsprozesse am (+)-Ende gleich schnell ablaufen wie die Dissoziationsprozesse
am (-)-Ende, wodurch kein Netto-Wachstum des Filaments mehr erfolgt. Der Polymeri-
sationsprozess von 5µM G-Aktin wurde mittels des Anstiegs der Fluoreszenzintensita¨t
des kovalent an Cystein374 des Proteins gebundenen Fluorophors Pyren verfolgt. Der
Anstieg der Fluoreszenzintensita¨t ist auf Vera¨nderungen der Mikroumgebung um den
Fluorophor zuru¨ckzufu¨hren, die wa¨hrend der G-zu-F -Transformation auftreten. [214,215]
Aus diesem Grund ist der Pyren-Assay eine weitverbreitete Methode, um z.B. die
Polymerisationskinetik zu detektieren, zugrundeliegende Geschwindigkeitskonstanten
oder die kritische Konzentration zu bestimmen. [61] Wird der Polymerisationsprozess,
wie beschrieben mittels Pyren-Assay verfolgt, so wird zumeist ein sigmoidaler Kurven-
verlauf beobachtet. Im Folgenden sind die Ergebnisse dargestellt und diskutiert, die
erhalten wurden, wenn Aktin in Gegenwart von Osmolyten (TMAO, Harnstoff) oder
makromolekularen Crowdern (Dextran) polymerisiert.
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TMAO beschleunigt die Polymerisationsreaktion von Aktin durch den Einfluss
auf die Nukleationsreation und die kritische Konzentration
Um den Effekt von TMAO auf die Polymerisationskinetik von Aktin zu studieren, wur-
den Lo¨sungen mit 0.5, 1 und 2 M TMAO verwendet. Abbildung 4.3 zeigt den Effekt von
TMAO auf den Verlauf der Kinetik der Polymerisationsreaktion. Verla¨uft der Polyme-
risationsprozess ohne die Zugabe von TMAO, so wird die Halbwertszeit t1/2 zu 82 min
bestimmt. Nach etwa 240 min wird die Steady-State-Phase erreicht. Polymerisiert Aktin
in Gegenwart von 0.5, 1 oder 2 M TMAO, fu¨hrt dies zu einer drastischen Beschleuni-
gung des gesamten Polymerisationsprozesses (Abb. 4.3). Es ist leicht ersichtlich, dass
mit steigender TMAO-Konzentration in der Lo¨sung die Nukleationsphase verku¨rzt, die
Steigung der Elongations-Phase und der Plateauwert der Steady-State-Phase erho¨ht
werden. Die Halbwertszeiten der Reaktion werden ebenfalls mit steigender TMAO-
Konzentration reduziert. In Gegenwart von 0.5 M TMAO ist t1/2 im Vergleich zur Re-
aktion ohne TMAO um 50 min reduziert, in 1 M TMAO um 62 min und in Gegenwart
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Abbildung 4.3: Pyren-Fluoreszenzdaten der Polymerisationsreaktion von 5µM Ak-
tin in verschiedenen Konzentrationen TMAO und Funktionsanpassungen mittels des
analytischen Modells (schwarze Linien) bei 25 °C.
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Abbildung 4.4: Bestimmung der kritischen Konzentration cc von Aktin ohne die Zu-
gabe von Osmolyten (schwarze Kreise), in Anwesenheit von 1 M TMAO (blaue Qua-
drate) und 1 M Harnstoff (rote Dreiecke). 15µM G-Aktin wurden in Puffern mit ent-
sprechendem Osmolytgehalt polymerisiert. Nach beendeter Polymerisation wurden die
Lo¨sungen mit den zugeho¨rigen Puffern verdu¨nnt zu: 10, 5, 2, 0.5, 0.3, 0.1, 0.05 und
0.02µM Aktin. Die sich ergebenden Geraden unterschiedlicher Steigung wurden an die
experimentellen Daten angepasst und die Schnittpunkte dieser erlauben die Bestim-
mung der cc in Abha¨ngigkeit des jeweiligen Osmolytes.
von 2 M TMAO wird t1/2 75 min eher erreicht . Auch die Steady-State-Phase wird im
Vergleich zu Lo¨sungen ohne den Osmolyt mit steigender TMAO-Konzentration schnel-
ler erreicht. Wie bereits erwa¨hnt, steigt der Wert des Plateaus (Steady-State-Phase) mit
steigender Konzentration an TMAO. Dies ist vermutlich auf eine erho¨hte Anzahl oder
La¨nge an Aktinfilamenten zuru¨ckzufu¨hren und begru¨ndet in einer reduzierten kritischen
Konzentration cc der Filamentenden, wenn TMAO der Lo¨sung hinzugefu¨gt wird. Um
dies nachzuweisen, wurde die cc von Aktin ohne und in Gegenwart von 1 M TMAO
bestimmt (siehe Abb. 4.4). Polymerisiert Aktin in Abwesenheit von Osmolyten unter
den hier verwendeten Pufferbedingungen, wurde die cc zu 0.66µM bestimmt, in guter
U¨bereinstimmung mit bereits publizierten Daten. [64,222] Wird die Polymerisationsreak-
tion unter genannten Pufferbedingungen und 1 M TMAO durchgefu¨hrt, so ergibt sich
eine cc von 0.13µM, was vermutlich an einer erho¨hten Assoziationsgeschwindigkeits-
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Abbildung 4.5: Geschwindigkeitskonstanten des Nukleationsprozesses kSNUC von
5µM Aktin in Lo¨sungen mit verschiedenen Osmolyten und Osmolytkonzentrationen
bei 25 °C.
konstanten liegt. Allerdings muss hier der experimentelle Fehler bei diesen geringen
Proteinkonzentrationen beru¨cksichtigt werden, sodass kein exakter Wert angegeben
werden kann, in Relation allerdings reduziert zu sein scheint. Um herauszufinden, ob
TMAO, Harnstoff und Dextran einen Effekt auf den Nukleationsprozess ausu¨ben, wur-
de die Geschwindigkeitskonstante des Nukleationsprozesses kSNUC bestimmt, indem das
mathematische Modell, dargestellt in Formel 4.1, an die kinetischen Daten angepasst
wurde. Eine U¨bersicht u¨ber die erhaltenen Ergebnisse gibt Abbildung 4.5. Die Nu-
kleationsgeschwindigkeitskontante kSNUC des Polymerisationsprozesses von 5µM Aktin
wurde zu 4.1×10-11 µM-2s-1 bestimmt. Ein a¨hnlicher Wert von 2.3×10-11 µM-2s-1 wurde
von Samarin et al. gefunden. [218] In Gegenwart von 0.5 M TMAO steigt kSNUC bereits
um eine Gro¨ßenordnung zu 4.6×10-10 µM-2s-1. Die Zugabe von 1 M und 2 M TMAO
fu¨hrt zu einem weiteren drastischen Anstieg der Nukleationsrate um jeweils eine Gro¨-
ßenordnung zu 6.24×10-9 und 6.73×10-8 µM-2s-1.
Mittels Fluoreszenzanisotropie-Messungen konnten a¨hnliche Effekte bei Zugabe von
TMAO beobachtet werden. Aufgrund der Abha¨ngigkeit von der Rotationsdiffusions-
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konstante des gemessenen Partikels ist die statische Fluoreszenzanisotropie r, ein Pa-








mit r 0 = intrinsischer Anteil der Anisotropie, η= Mikroviskosita¨t, τ = Fluoreszenzle-
benszeit des angeregten Zustandes des Fluorophors, V h = hydrodynamisches Volumen
des Partikels. [223]
Abbildung 4.6 zeigt transiente Anisotropie-Messungen der G-zu-F -Transformation
von Aktin und in Anwesenheit von TMAO oder Harnstoff. Die Zugabe von 2 M TMAO
beschleunigt die Reaktion drastisch, so wird t1/2 um 104 min verringert, verglichen mit
der Reaktion ohne Anwesenheit von TMAO in der Lo¨sung. Die Anisotropie r kann un-
ter der Na¨herung, dass der Wert der Mikroviskosita¨t identisch zu dem des Wassers ist
(8.9×10-4 kg m-1s-1 bei 25 °C), berechnet werden. Der intrinsische Anteil der Anisotropie
wurde mittels Pyren-gelabelten Proteinen bestimmt und betra¨gt r 0 = 0.25.
[223] Der ko-
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Abbildung 4.6: Transiente Fluoreszenzanisotropie-Daten der Polymerisationsreaktion
von 5 µM Aktin in Anwesenheit von 2 M TMAO, 0.5 M Harnstoff und ohne Zugabe
von Osmolyten bei 25 °C.
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valent an das Protein gebundene Fluorophor Pyren weist zwei Fluoreszenzlebenszeiten
auf (τ1 = 24.5 ns (α1 = 0.76) und τ2 = 100.2 ns (α1 = 0.24)),
[223] aus denen mit Gleichung









Mit αi = Amplitude der Fluoreszenzlebenszeit i. Fu¨r ein kugelfo¨rmiges Moleku¨l kann
das hydrodynamische Volumen Vh unter Verwendung der Stokes-Einstein-Beziehung





Mit D = Diffusionskoeffizient, kB = Boltzmannkonstante, η= Viskosita¨t, Rh = hydro-
dynamischer Radius des Partikels. Unter Einbeziehung des Diffusionskoeffizienten,
D = 7.03×10-11 m2s -1, [224] betra¨gt Vh fu¨r G-Aktin 178 nm3 und r= 0.091. Der Wert
der Anisotropie r stimmt gut mit dem experimentell bestimmten Wert von G-Aktin,
r= 0.111± 0.006, u¨berein, der aus Fluoreszenzanisotropie-Messungen ermittelt wurde
bevor die Polymerisationsreaktion durch Zugabe von KCl induziert wurde. Aufgrund
der hohen Polydispersita¨t bzgl. der Gro¨ße der Aktinspezies wa¨hrend des Polymerisa-
tionsprozesses kann eine solche Analyse sinnvollerweise nur fu¨r G-Aktin als monodi-
sperses System durchgefu¨hrt werden. Nach abgeschlossener Polymerisation ergibt sich
ohne die Zugabe von TMAO ein Plateauwert der Anisotropie r von 0.207±0.001 und
in Anwesenheit von 2 M TMAO betra¨gt r= 0.217±0.001. Der ho¨here Wert in Gegen-
wart von TMAO ist somit vermutlich auf Aktin-Filamente mit einer erho¨hten mittleren
La¨nge zuru¨ckzufu¨hren, wie bereits durch die komplementa¨ren Fluoreszenzintensita¨ts-
messungen aufgezeigt.
Um die experimentell gefundenen Effekte von TMAO weiter zu analysieren, wurde
der Polymerisationsprozess mittels der Software ActinSimChem simuliert. Wie in Kapi-
tel 4.2.1 beschrieben, zeigt die Polymerisationskinetik nur fu¨r wenige der in Abbildung
4.1 dargestellten Reaktionen und zugeho¨rigen Reaktionsgeschwindigkeitskonstanten,
die dem Polymerisationsprozess zugrundeliegen, ein sensitives Verhalten.
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Abbildung 4.7: (a) Simulationsexperiment der Polymerisationskinetik von 5µM Ak-
tin mit u¨ber sechs Gro¨ßenordnungen variierter Nukleationsgeschwindigkeitskonstante
kSNUC (in µM-2s-1). Alle weiteren Reaktionsparameter wurden konstant gehalten (siehe
Tab. 4.1). Die simulierte Kurve, die den experimentell verfolgten Polymerisationspro-
zess bei 25 °C (Abb. 4.2) beschreibt, ist in schwarz dargestellt. (b) Simulationsexperi-
ment der Polymerisationskinetik von 5µM Aktin mit u¨ber fu¨nf Gro¨ßenordnungen va-
riierter Assoziationsgeschwindigkeitskonstante des (+)-Endes kASTB (inµM-2s-1). Alle
weiteren Reaktionsparameter wurden konstant gehalten (siehe Tab. 4.1). Die simulier-
te Kurve, die den experimentell verfolgten Polymerisationsprozess bei 25 °C (Abb. 4.2)
beschreibt, ist in schwarz dargestellt.
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Die Geschwindigkeitskonstanten, die maßgeblich die Kinetik des Polymerisationspro-
zesses beeinflussen, sind zum einen die Assoziations- und Dissoziationsraten, kASTB
und kDITB, von Aktinmonomeren am (+)-Ende des Filaments und zum anderen die
Nukleationsreaktion, beschrieben durch kSNUC. Ausgehend von den in Tabelle 4.1 dar-
gestellten Geschwindigkeitskonstanten wurde die Geschwindigkeitskonstante des Nu-
kleationsprozesses kSNUC (Abb. 4.7a) und der Assoziation von monomerem Aktin an
das (+)-Ende des Filaments kASTB (Abb. 4.7 b), in unabha¨ngigen Simulationsexperi-
menten, schrittweise u¨ber mehrere Gro¨ßenordnungen variiert. Wie in Abbildung 4.7 a
und b zu erkennen ist, ko¨nnen die experimentell gefundenen, durch TMAO verursach-
ten Effekte durch eine Erho¨hung von kSNUC und / oder kASTB simuliert werden. Die
Erho¨hung von kASTB manifestiert sich direkt in einer Herabsetzung der kritischen Kon-
zentration des (+)-Endes, da cc = kDITB/kASTB und somit steigt die La¨nge oder Anzahl
an Aktin-Filamenten. Ebenso kann die drastische Reduzierung der Lag-Phase und die
beschleunigte Elongations-Phase durch Erho¨hung von kSNUC oder kASTB erkla¨rt wer-
den. Durch die mathematische Kopplung der beiden Geschwindigkeitskonstanten kann
allerdings der Effekt der reduzierten Lag-Phase und der beschleunigten Elongations-
phase nicht eindeutig zugeordnet werden, da eine wechselseitige Beziehung basierend
auf dem zugrundeliegenden mathematischen Modell besteht (Gleichung 4.2). Die Ab-
senkung der kritischen Konzentration und der damit einhergehende Anstieg der La¨nge
bzw. Anzahl der gebildeten Aktin-Filamente ist vermutlich auf den Anstieg der Asso-
ziationsgeschwindigkeitskonstante kASTB des (+)-Endes zuru¨ckzufu¨hren.
TMAO ist ein natu¨rlicher Osmolyt, der insbesondere in Organismen gefunden wird,
die a¨ußerem Stress ausgesetzt sind. Hier wirkt TMAO stabilisierend auf die Struktur
von Proteinen und wird dementsprechend auch als
”
chemisches Chaperon“ bezeich-
net. [114,121] Es ist ebenfalls bekannt, dass TMAO aufgrund seiner starken Interaktionen
mit Wassermoleku¨len, in der Lage ist, oligomere und polymere Proteine entropisch zu
stabilisieren (
”
preferential hydration effect“). [116,118] Somit ist es sehr wahrscheinlich,
dass TMAO auf den Nukleationsprozess wirkt, indem es das Monomer
Oligomer-
Equlibrium auf die Seite der oligomeren Spezies (Nuklei) verschiebt, da diese stabili-
siert werden. Dieser Effekt resultiert in einer beschleunigten Nukleationsreaktion, die
spektroskopisch durch eine reduzierte Lag-Phase nachweisbar ist. Dieser Effekt fu¨hrt
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ebenfalls zu einer Erho¨hung der Steigung der Elongationsphase und wirkt sich auf die
kritische Konzentration von Aktin aus, da die Assoziationsgeschwindigkeitskonstanten
an den Filamentenden erho¨ht werden, wodurch la¨ngere Filamente entstehen, wie in
dieser Studie durch Fluoreszenzintensita¨ts und -anisotropie-Experimente dargestellt.
Harnstoff verringert die Nukleations- und Assoziationsgeschwindigkeitskonstan-
ten des Polymerisationsprozesses und erho¨ht die kritische Konzentration
Zur Analyse des Einflusses von Harnstoff, als repra¨sentatives chaotropes Cosolvents,
auf den Polymerisationsprozess von Aktin wurden Lo¨sungen mit 0.5, 1 und 2 M Harn-
stoff hergestellt. Polymerisiert Aktin in Gegenwart von Harnstoff ist ein drastischer
Anstieg der Lag-Phase und der Halbwertszeit der Reaktion zu erkennen (Abb. 4.8).
Bei Zugabe von 0.5 M Harnstoff erho¨ht sich die Halbwertszeit um 37 min und in Lo¨-
sungen mit 1 M Harnstoff um 190 min (Abb. 4.9). Im Falle von 2 M Harnstoff konn-
te der Polymerisationsprozess innerhalb des gemessenen Zeitintervalls von 16 h nicht
mehr detektiert werden. Es ist ebenso ersichtlich, dass mit steigender Konzentration an
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Abbildung 4.8: Pyren-Fluoreszenzdaten der Polymerisationsreaktion von 5µM Aktin
in verschiedenen Konzentrationen an Harnstoff und Funktionsanpassungen mittels des
analytischen Modells (schwarze Linien) bei 25 °C.
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Harnstoff der Plateauwert der Pyren-Fluoreszenzintensita¨t (Steady-State-Phase) signi-
fikant abnimmt. Die durchgefu¨hrten Fluoreszenzanisotropie-Messungen weisen zudem
eine Retardierung der Polymerisationsreaktion auf (Abb. 4.6) und sind somit in guter
U¨bereinstimmung zu den Fluoreszenzintensita¨ts-Messungen. In der Plateau-Region der
Steady-State-Phase weist die Fluoreszenzanisotropie einen Wert von r= 0.199±0.001
auf, der im Vergleich zu Messungen ohne die Zugabe von Cosolventien signifikant ge-
ringer ist. Fluoreszenzanisotropie und -intensita¨t werden im Bereich der Steady-State-
Phase durch die Gegenwart von Harnstoff wa¨hrend des Polymerisationsprozesses si-
gnifikant reduziert, was auf eine verringerte La¨nge der gebildeten oder Anzahl an
Aktinfilamenten und eine Erho¨hung der kritischen Konzentration hindeutet. Dieser
Effekt ko¨nnte auf den destabilisierenden Effekt, den Harnstoff auf die Proteinstruk-
tur aufweist (z.B. durch die partielle Entfaltung von Proteindoma¨nen), zuru¨ckzufu¨hren
sein. Die Bestimmung der kritischen Konzentration von Aktin, polymerisiert in Ge-
genwart von 1 M Harnstoff, hat ergeben, dass diese tatsa¨chlich drastisch erho¨ht wurde.
Im Vergleich zu F-Aktin, polymerisiert ohne Cosolvenzien, stieg die cc von 0.66µM
auf 2.25µM in Gegenwart von 1 M Harnstoff (Abb. 4.4). Es ist bekannt, dass hohe
Konzentrationen Harnstoff zur Entfaltung von Proteinen, aufgrund von Bindungsbru¨-
chen von Wasserstoff-Bru¨ckenbindungen zwischen Aminosa¨uren des Proteinru¨ckgrates,
fu¨hren ko¨nnen. [225] Die allgemein akzeptierte Erkla¨rung hierfu¨r ist die Fa¨higkeit von
Harnstoff mit dem Proteinru¨ckgrat und polaren Seitenketten des Proteins Wasserstoff-
Bru¨cken auszubilden. Dieser Effekt fu¨hrt zu einer bevorzugten Interaktion mit der
Oberfla¨che des Proteins, die zuga¨nglich fu¨r Solvensmoleku¨le ist (engl.: solvent-accessible
surface area, SASA). Da die fu¨r Solvenzien zuga¨ngliche Proteinoberfla¨che von ent-
falteten Proteinen gro¨ßer ist, als von Proteinen in nativer Konformation, verschiebt
Harnstoff das Gleichgewicht des F
U-U¨bergangs (F = gefaltete, native Proteinkonfor-
mation; U = entfaltete, denaturierte Proteinkonformation) seitens der entfalteten Pro-
teinkonformation. [121]
Die in dieser Studie erhaltenen Ergebnisse zeigen, wie sich eine derartige Vera¨nderung
der Proteinstabilita¨t auf die Polymerisationsreaktion auswirken kann. Bereits moderate
Konzentrationen von 0.5 bis 2 M des chaotropen Cosolvens Harnstoff scheinen zu einer
partiellen Entfaltung von Aktinmonomeren zu fu¨hren, bevor die Polymerisationsreakti-
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Abbildung 4.9: (a) Ermittelte Halbwertszeiten t1/2 der Polymerisationskinetik von
5µM Aktin in Gegenwart verschiedener Konzentrationen von TMAO (blaue Kreise),
Harnstoff (rote Dreiecke) und Dextran (gru¨ne Quadrate). (b) Ermittelte Halbwerts-
zeiten t1/2 der Polymerisationskinetik von 5µM Aktin in Gegenwart verschiedener
TMAO / Harnstoff-Mischungen.
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on durch Zugabe von KCl induziert wird. Dies spiegelt sich in einer drastischen Verla¨n-
gerung der Lag-Phase des Polymerisationsprozesses des Proteins wider. Die Anpassung
des Funktionsmodells aus Gleichung 4.1 an die experimentellen Daten (Abb. 4.8) lie-
fert die jeweilige Nukleationsgeschwindigkeitskonstanten kSNUC (Abb. 4.5), die den be-
schriebenen Effekt quantifizieren. Mit steigender Konzentration an Harnstoff wird die
Geschwindigkeitskonstante signifikant herabgesetzt, von 4.1×10-11 µM-1 s-1 (ohne Harn-
stoff) auf 3.56×10-11 µM-1 s-1 (0.5 M Harnstoff) und 7.61×10-12 µM-1 s-1 (1 M Harnstoff).
D.h. das Monomer
Oligomer (Nuklei)-Gleichgewicht wird mit steigender Konzentra-
tion an Harnstoff auf die Monomerseite verschoben. Dies fu¨hrt somit zu einer effektiven
Reduzierung der polymerisationskompetenten ATP-G-Aktin-Spezies, zu einer Verla¨n-
gerung der Lag-Phase, einer Erho¨hung der kritischen Konzentration und schlussendlich
zu einer geringeren Population an gebildeten Aktinfilamenten.
TMAO kompensiert den Retardierungseffekt von Harnstoff
Zur Analyse des kombinierten Effekts von kosmo- und chaotropen Substanzen auf die
Polymerisationskinetik von Aktin wurden verschiedene Konzentrationen sowie Kon-
zentrationsverha¨ltnisse an TMAO und Harnstoff eingesetzt. Transiente Fluoreszenzin-
tensita¨tsmessungen von Pyren-Aktin weisen eine Art nichtkompetetives Verhalten der
beiden Osmolyte auf (Abb. 4.10). Der Vergleich der Kinetik in 2 TMAO mit der
in 2 M TMAO und 1 M Harnstoff zeigt, dass der gesamte Reaktionsprozess retar-
diert wird. Passend dazu wird die verlangsamte Reaktion in 1 M Harnstoff durch
2 M TMAO wieder beschleunigt. Werden beide Cosolvenzien in einem Verha¨ltnis von
2 M Harnstoff : 1 M TMAO zugegeben, heben sich sowohl der Retardierungseffekt von
Harnstoff als auch die beschleunigende Wirkung von TMAO gegenseitig auf, was an
einer a¨hnlichen Form der Polymerisationskinetik und Halbwertszeit ersichtlich ist. D.h.
TMAO weist bei a¨quivalenter Konzentration an Harnstoff einen sta¨rkeren Effekt bzgl.
der Polymerisationskinetik auf. Diese Erkenntnis ist in guter U¨bereinstimmung mit
Literaturdaten und wird ebenfalls beim Vergleich der Effekte auf die Geschwindig-
keitskonstante der Nukleationsreaktion von 0.5 M Harnstoff oder 0.5 M TMAO ersicht-
lich. [117] Wa¨hrend 0.5 M Harnstoff eine leichte Herabsetzung der Geschwindigkeitskon-
stante zur Folge hat, steigert 0.5 M TMAO diese um eine Gro¨ßenordnung (Abb. 4.5).
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Abbildung 4.10: Pyren-Fluoreszenzdaten der Polymerisationsreaktion von 5 µM Ak-
tin in verschiedenen Konzentrationen und Konzentrationsverha¨ltnissen von TMAO und
Harnstoff und Funktionsanpassungen mittels des analytischen Modells (schwarze Lini-
en) bei 25 °C.
Makromolekulares Crowding beschleunigt die Polymerisationsreaktion
Mit dem Ziel, hinsichtlich der Konzentration an Makromoleku¨len zella¨hnliche Bedin-
gungen zu imitieren, wurde Dextran verwendet und in Massenkonzentrationen zwi-
schen 5 und 25 Gew.-% eingesetzt, um den Effekt auf den Polymerisationsprozess von
Aktin zu studieren. Wie aus Abbildung 4.11 ersichtlich ist, wird die Polymerisations-
kinetik von Aktin mit zunehmendem Massenanteil an Dextran drastisch beschleunigt.
Polymerisiert Aktin in Lo¨sungen mit 5 Gew.-% Dextran, wird die Halbwertszeit der
Kinetik bereits um 30 min reduziert (Abb. 4.9 a). Werden 20 Gew.-% Dextran einge-
setzt, zella¨hnlichen Bedingungen entsprechend, verringert sich t1/2 von 82 min ohne
den Zusatz von Dextran auf 16 min. Es ist ebenfalls zu erkennen, dass mit steigen-
der Konzentration an Dextran auch der Wert des Plateaus der Steady-State-Phase
erho¨ht wird, was ein Hinweis auf die Bildung einer gro¨ßeren Population oder la¨ngeren
Filamenten ist. Dieser Effekt wiederum ist wahrscheinlich auf eine verringerte kriti-
sche Konzentration zuru¨ckzufu¨hren, die aufgrund einer Erho¨hung der Assoziationsge-
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Abbildung 4.11: Pyren-Fluoreszenzdaten der Polymerisationsreaktion von 5µM Ak-
tin in verschiedenen Konzentrationen Dextran sowie Funktionsanpassungen mittels des
analytischen Modells (schwarze Linien) bei 25 °C.
schwindigkeitskonstanten des Polymerisationsprozesses resultiert. Wie bereits im Falle
von TMAO beobachtet, fu¨hrt auch die Gegenwart von Dextran zu einer signifikanten
Verku¨rzung der Lag-Phase sowie Erho¨hung der Steigung des Kurvenverlaufs wa¨hrend
der Elongations-Phase. Aufgrund der Volumeneinschra¨nkung (engl.: excluded volume
effect), die das Protein in hochkonzentrierten Lo¨sungen erfa¨hrt, scheint Dextran hier
die Assemblierung zu fo¨rdern und verschiebt somit das Monomer
Oligomer (Nuklei)
-Gleichgewicht auf die Seite der Oligomere. [226,227] Dieser Effekt ist in guter U¨berein-
stimmung mit den in dieser Studie erhaltenen Daten. Des Weiteren kann der
”
excluded
volume effect“ von Dextran durch den Vergleich mit den durchgefu¨hrten Simulations-
experimenten erla¨utert werden. Die fu¨r die Verku¨rzung der Lag-Phase und Vergro¨ße-
rung der Steigung der Elongations-Phase / des Plateau-Wertes der Steady-State-Phase
zugrundeliegenden Prozesse scheinen Anstiege der Nukleationsrate (kSNUC) und der
Assoziationsrate (kASTB) zu sein. Werden diese Geschwindigkeitskonstanten in den Si-
mulationen der Polymerisationsreaktion variiert, so ko¨nnen sehr a¨hnliche Effekte erzielt
werden. Eine Erho¨hung von kSNUC fu¨hrt zur Verku¨rzung der Lag-Phase und ein Anstieg
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von kASTB resultiert in einer erho¨hten Steigung der Elongations-Phase und einer Erho¨-
hung des Plateaus der Steady-State-Phase (Abb. 4.7), bzw. somit in einer Verringerung
der kritischen Konzentration.
4.2.3 Zusammenfassung und Schlussfolgerung
In dieser Studie wurde Pyren-gelabeltes Aktin verwendet, um den Polymerisationspro-
zess von Aktin, basierend auf dem Anstieg der Fluoreszenzintensita¨t wa¨hrend der G-zu-
F- Transformation, unter verschiedenen Bedingungen bzgl. der Osmolytkonzentrationen
an TMAO, Harnstoff und Dextran zu studieren. Vera¨nderungen der Moleku¨lgro¨ße des
polymerisierenden Systems konnten mittels Fluoreszenzanisotropie-Messungen detek-
tiert werden.
Lebende Organismen sind in der Lage a¨ußerem Stress (osmotisch, chemisch, Tempe-
ratur oder Druck) entgegenzuwirken, indem sie hohe Konzentrationen an natu¨rlichen
Osmolyten wie TMAO und Harnstoff akkumulieren. Aufgrund seiner chemischen Eigen-
schaften kann TMAO die Stabilita¨t von Proteinen erho¨hen, indem es die Wasserstoff-
bru¨ckenbindungen zwischen polaren Gruppen des Proteins und Wasser versta¨rkt. [114]
Es ist ebenso bekannt, dass TMAO aufgrund seiner starken Wechselwirkungen mit
Wassermoleku¨len in der Lage ist oligomere oder polymere Proteinstrukturen durch
pra¨ferentielle Exklusion von der Proteingrenzfla¨che entropisch zu stabilisieren (engl.:
preferential hydration effect). [121,205,213] Daher ist es sehr wahrscheinlich, dass TMAO
den Nukleationsprozess der Polymerisationsreaktion von Aktin beeinflusst bzw. be-
schleunigt, indem es das Gleichgewicht der Monomer
Oligomer (Nuklei)-Reaktion
auf die Seite der oligomeren Spezies verschiebt, da es diese, wie beschrieben, stabilisert.
Dieser Effekt wird experimentell durch eine stark verku¨rzte Lag-Phase und Erho¨hung
der Steigung der Elongationsphase der Polymerisationskinetik detektiert. Des Weiteren
wird die kritische Konzentration durch die Erho¨hung von Assoziationsraten herabge-
setzt, wodurch mehr oder la¨ngere Aktinfilamente entstehen ko¨nnen. Interessanterweise
wurde neben dem beschleunigenden Effekt von TMAO auf den Polymerisationsprozess
ebenso ein negativer Effekt bzgl. der Anlagerung von bereits gebildeten Filamenten
gefunden. [117]
Harnstoff, ebenfalls ein natu¨rlicher Osmolyt, zeigt aufgrund seiner chemischen Eigen-
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schaften im Gegensatz zu TMAO eine pra¨ferentielle Akkumulation an Proteingrenzfla¨-
chen, wie z.B. in der Na¨he des Proteinru¨ckrats und an Proteinseitenketten. [121,203,228,229]
Es handelt sich bei der Denaturierung von Proteinen mittels Harnstoff also eher um
einen direkten Mechanismus. Wie gezeigt, fu¨hren bereits moderate Konzentrationen
an Harnstoff (0.5 - 2 M) zu einer Destabilisierung oder partiellen Entfaltung von Ak-
tinmonomeren und zu einer Verschiebung des Monomer
Oligomer-Equilibriums zur
Monomerseite. Dieser Effekt resultiert in einem drastischen Anstieg der Lag-Phase, was
sich in einer Absenkung der Nukleationsgeschwindigkeitskonstante kSNUC des Polyme-
risationsprozesses widerspiegelt. So wurde kSNUC von 4.1×10-11 µM-1 s-1 (ohne Harn-
stoff) auf einen Wert von 7.61×10-12 µM-1 s-1 (1 M Harnstoff) abgesenkt. Dieser Effekt
fu¨hrt ebenso zu einer Reduktion der Konzentration von polymerisationskompetenten
Aktinmonomeren, zu einem Anstieg der kritischen Konzentration und somit zu einer
geringeren Konzentration an gebildeten Aktinfilamenten. Zudem wa¨re es auch vorstell-
bar, dass Harnstoff an Regionen der Filamentenden bindet und somit ein Anbinden
von weiteren Monomeren an das Filament und damit die Verla¨ngerung des Filaments
inhibiert.
In Experimenten, in denen Mischungen aus TMAO und Harnstoff eingesetzt wurden,
konnte gezeigt werden, dass TMAO nicht ausschließlich den bzgl. der nativen Protein-
konformation und Stabilita¨t scha¨digenden Effekt von Harnstoff entgegenwirken kann,
sondern ebenfalls diesen Effekt bzgl. Protein-Protein-Interaktionen zu kompensieren
vermag. Dieser Effekt ist am ausgepra¨gtesten zu erkennen, wenn ein Mischungsver-
ha¨ltnis von 1 M TMAO : 2 M Harnstoff vorliegt. In diesem Fall ist der destabilisierende
und verzo¨gernde Effekt von Harnstoff durch den stabilisierenden und beschleunigen-
den Einfluss von TMAO auf den Polymerisationsprozess nahezu komplett kompensiert.
Dies kann ebenso anhand der ermittelten Nukleationsgeschwindigkeitskonstanten ge-
sehen werden. Wa¨hrend in Gegenwart von 0.5 M Harnstoff kSNUC nur leicht verringert
wird, fu¨hrt der Einsatz von 0.5 M TMAO bereits zu einem Anstieg dieser Geschwin-
digkeitskonstanten um eine Gro¨ßenordnung (Abbildung 4.5). Ein derartiger Effekt ist
wahrscheinlich auf direkte Interaktionen der Osmolyte in der Lo¨sung zuru¨ckzufu¨hren.
Durch die Zugabe des makromolekularen Crowders Dextran konnte der Effekt des
Volumenausschlusses, wie er in vivo vorliegt, imitiert werden. Basierend auf der
”
ex-
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cluded volume“-Theorie werden Moleku¨linteraktionen versta¨rkt, Reaktionsgeschwindig-
keitskonstanten erho¨ht und chemische Gleichgewichte in Richtung von assoziierten Spe-
zies verschoben. [126,227] In der Tat konnten unter Einsatz von 20 Gew.-% Dextran, was
anna¨hernd zella¨hnlichen Bedingungen entspricht, die genannten Effekte auch bei der
Polymerisationsreaktion von Aktin nachgewiesen werden. Die Halbwertszeit der Po-
lymerisationsreaktion wurde von 82 min ohne Dextran auf 16 min in Gegenwart von
20 Gew.-% Dextran verku¨rzt und ebenso konnte ein signifikanter Anstieg der Fluores-
zenzintensita¨t des Plateauwertes der Steady-State-Phase nachgewisen werden, was auf
eine ho¨here Konzentration oder la¨ngere Aktinfilamente, basierend auf einer Absenkung
der kritischen Konzentration, hindeutet. Simulationsexperimente haben gezeigt, dass
der Anstieg von kSNUC oder kASTB um etwa eine Gro¨ßenordnung einen solchen Effekt
verursachen ko¨nnte.
Zusammengefasst kann gesagt werden, dass die in dieser Studie durchgefu¨hrten ex-
perimentellen Ergebnisse und simulierten Daten eindeutig die ausgepra¨gte Sensitivita¨t
von Assoziationsgleichgewichten, wie das der Polymerisationsreaktion von Aktin, auf
Vera¨nderungen der Konzentrationen an Cosolvenzien und ra¨umliche Einschra¨nkung,
wie z.B. verursacht durch hohe Konzentrationen an Makromoleku¨len, wie in vivo oder
in dieser Studie imitiert durch Dextran, aufzeigen. Diese signifikanten Einflu¨sse sollten
bei der Diskussion von Polymerisationsreaktionen (z.B. Aktin, Tubulin) im zellula¨ren
Kontext beru¨cksichtigt werden.
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4.3 Kombinierte Effekte von Temperatur, Druck und
Cosolventien auf die Polymerisationskinetik von
Aktin
4.3.1 Material und Methoden
Materialien und Probenpra¨paration
Pyren-gelabeltes (10 %) und ungelabeltes α-Aktin (aus Kaninchenskelettmuskel),
G- und F-Puffer wurden von HYPERMOL (Bielefeld, Deutschland), Trimethylamin-
N -oxid (TMAO) und Harnstoff von Sigma-Aldrich (Seelze, Deutschland) bezogen. Vor
den jeweiligen Experimenten wurde G-Aktin gegen G-Puffer (2 mM Tris-Cl, pH 8.2,
0.4 mM ATP, 0.5 mM DTT, 0.1 mM CaCl2) dialysiert und anschließend zentrifugiert
(100000 g, 4 °C, 3 h), um mo¨gliche Proteinaggregate abzutrennen. Die Proteinkonzen-
tration des U¨berstandes wurde mittels der Biuret-Methode bestimmt, bevor dieser in
den Experimenten verwendet wurde. Die Polymerisationsreaktion wurde durch Zuga-
be von F-Puffer (10 mM Imidazol, pH 7.4, 2 mM MgCl2, 100 mM KCl, 1 mM ATP)
induziert.
Stopped-Flow-Experimente
Druckabha¨ngige Messungen der G-zu-F- Transformation von Aktin wurden an einem
Hochdruck-Stopped-Flow-System Hi-Tech Scientific HPSF-56 durchgefu¨hrt. [231] Dieses
Messsystem ermo¨glicht Messungen mit Dru¨cken bis zu 2 kbar (schematische Darstellung
Abb. 4.12). Die temperaturabha¨ngigen Messungen wurden an einem Hi-Tech Scientific
SHU-61SX2 durchgefu¨hrt. Beide Stopped-Flow-System stammen von der Firma TgK
Scientifc (Bradford on Avon, UK). Das Hochdruckmesssystem beinhaltet zwei beweg-
liche Reaktant-Spritzen und eine Sammelspritze. Diese Spritzen sind innerhalb des
Autoklaven zu finden, der mit lichtdurchla¨ssigen und druckstabilen Saphirfenstern zur
Fluoreszenzanregung und Detektion der emittierten Strahlung der Probe ausgestattet
Teile dieser Studie wurden in folgender Referenz vero¨ffentlicht:
Rosin, C., K. Estel, J. Ha¨lker, and R. Winter. 2015. Combined Effects of Temperature, Pressure, and
Co-Solvents on the Polymerization Kinetics of Actin. ChemPhysChem. 16(7): 1379-1385. [230]
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ist. Zur Anregung der Fluoreszenz der Probe wurde ein Langpassfilter (L-37, Cut-
Off: 370 nm± 6) der Firma Edmund Optics (Karlsruhe, Deutschland) verwendet. Die
Totzeit des Hochdruck-Stopped-Flow-Systems betra¨gt ˜2 ms. Alle Messungen wurden
mit 18.4µM Pyren-Aktin-Lo¨sungen (10 %) in Reaktand-Spritze 1 und demselben Volu-
men an 2-fach konzentriertem F-Puffer (20 mM Imidazol, pH 7.4, 200 mM KCl, 2 mM
ATP) in Spritze 2 durchgefu¨hrt. Zur Analyse des Effekts von Cosolventien wurden bei


















































Abbildung 4.12: Schematische Darstellung des Hochdruck-Stopped-Flow-
Messsystems HPSF-56.
Simulation des Polymerisationsprozesses von Aktin
Zur quantitativen Beschreibung der Polymerisationsreaktion in Abha¨ngigkeit von Tem-
peratur, Druck und Cosolventien wurde ein Simulationsmodell verwendet, das auf Mon-
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te Carlo-Simulationen basiert und die maßgeblichen Reaktionen des Polymerisations-
prozesses integriert: ActinSimChem. [76] Dieses Simulationsmodell beru¨cksichtigt die in
Abbildung 4.1 dargestellten Reaktionen, die der Polymerisationsreaktion zu Grunde
gelegt werden. Zur Simulation der Polymerisationsreaktion wurden die in Tabelle 4.2
dargestellten Geschwindigkeitskonstanten verwendet.
Tabelle 4.2: Geschwindigkeitskonstanten fu¨r den Polymerisationsprozess von Aktin
Geschwindigkeitskonstante Wert Referenz Angepasster Wert
kSNUC 1.1×10-9 µM-2s-1 [76] 2.0×10-9 µM-2s-1
kASTB 11.5 µM-2s-1 [64] identisch
kASDB 3.8 µM-2s-1 [64] identisch
kASTP 1.3 µM-2s-1 [64] identisch














-1 [220] [67] identisch
kPTOD 2.6×10-3 s-1 [67] [68] identisch
kDTOT 20 s
-1 [221] identisch
Fu¨r weitere Details bzgl. des Simulationsprogramms und mechanistischer Modelle fu¨r
den Polymerisationsprozess von Aktin siehe Kapitel 4.2.1 und Referenzen [68,76,218]. Si-
mulationen wurden unter Verwendung identischer Konzentrationen an Aktin
(cG-Aktin = 9.2µM), die auch im Experiment eingesetzt wurden, durchgefu¨hrt. Unter
Verwendung der in Tabelle 4.2 dargestellten Geschwindigkeitskonstanten konnte die
G-zu-F -Transformation von Aktin zuna¨chst bei einer Temperatur von 20 °C und At-
mospha¨rendruck und ausgehend von diesen Konstanten im Anschluss bei verschiedenen
Temperaturen, Dru¨cken und in Gegenwart von Cosolventien simuliert werden (Beispiele
s. Abb. 4.13). Zum Vergleich der simulierten Daten mit den experimentellen Kinetiken
wurden diese jeweils auf den Plateauwert normiert.
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Abbildung 4.13: Beispiele von simulierten (Kurven mit Fehlerbalken) und experi-
mentellen Daten (Datenpunkte mit Fehlerbalken). Experimentelle (normierte Pyren-
Fluoreszenzintensita¨t I /I max) und simulierte (Signal normiert auf die maximal gebilde-
te Konzentration an F-Aktin cF-Aktin/cF-Aktin, max) Polymerisationskinetik von 9.2µM
Aktin bei verschiedenen Temperaturen, Dru¨cken und Konzentrationen an Cosolventien.
4.3.2 Ergebnisse und Diskussion
Abbildungen 4.14, 4.17, 4.20 und 4.21 zeigen die Auswirkungen von Temperatur, Druck
und Cosolventien auf die Polymerisationskinetik von Aktin. Der Anstieg der Fluores-
zenzintensita¨t I ist proportional zur akkumulierten Konzentration an F-Aktin cF-Aktin.
Es ist ersichtlich, dass ein Temperaturanstieg zwischen 10 und 40 °C eine signifikante
Beschleunigung des Polymerisationsprozesses in Abwesenheit von Cosolventien (Abb.
4.14 a), als auch in Gegenwart von 1 M TMAO (Abb. 4.17 a), 1 M Harnstoff (Abb. 4.20
a) oder einem Gemisch beider Substanzen (Abb. 4.21 a) zur Folge hat. Die Effekte, die
eine Kompression der Probe im Bereich zwischen 1 und 2000 bar zur Folge haben, sind
in Abbildungen 4.14 b (Aktin ohne Zusatz von Cosolventien), 4.17 b (1 M TMAO) und
4.20 b (1 M Urea) dargestellt. Bei allen untersuchten Proben fu¨hrte eine Kompression
der Probe im genannten Druckbereich zu einer Verlangsamung des Polymerisationspro-
zesses von Aktin. Zur Quantifizierung der erhaltenen Resultate wurde ein Simulations-
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Abbildung 4.14: Temperatur- (a) und Druckeffekt (b) auf die Polymerisationskinetik
von 9.2µM Aktin. Alle druckabha¨ngigen Messungen wurden bei einer Temperatur von
20 °C durchgefu¨hrt.
modell verwendet, das auf Monte Carlo Simulationen basiert und die maßgeblichen Re-
aktionen des Polymerisationsprozesses integriert: ActinSimChem. [76] Simulationen der
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Kinetik des Polymerisationsprozesses von Aktin mittels dieser Software ermo¨glichen die
Bestimmung der Geschwindigkeitskonstanten der zugrundeliegendenden Reaktionspro-
zesse. Basierend auf Simulationen der Polymerisationsreaktion mittels ActinSimChem
wurde herausgefunden, dass dieser Prozess nur fu¨r einige der Geschwindigkeitskonstan-
ten eine hohe Sensitivita¨t aufweist: kSNUC, kASTB, kASDB, kDIPB, kDIDB, kDITB, die die
Nukleationsreaktion und die Assoziations- und Dissoziationsreaktionen von Aktinmo-
nomeren am (+)-Ende des Filaments beschreiben. [76] Die erho¨hte Sensitivita¨t ist darin
begru¨ndet, dass diese Raten ca. um eine Gro¨ßenordnung ho¨her liegen als die Analoga
am (-)-Ende des Filaments. Um im Folgenden die Einflu¨sse von Temperatur, Druck
und Cosolventien auf die Kinetik der Polymerisationsreaktion von G- zu F-Aktin zu
analysieren, wurden die Geschwindigkeitskonstanten schrittweise variiert, um die er-
haltenen experimentellen Daten zu simulieren. Es hat sich herausgestellt, dass im Falle
der Mg2+-induzierten Polymerisation maßgeblich die Variation der Geschwindikeits-
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Abbildung 4.15: Simulation des Polymerisationsprozesses von 9.2µM Aktin u¨ber
einen Zeitraum von 300 s mittels ActinSimChem. [76] Zur Simulation wurden die in
Tabelle 4.2 dargestellten Geschwindigkeitskonstanten verwendet. Die Geschwindig-
keitskonstante des Nukleationsprozesses kSNUC wurde u¨ber mehrere Gro¨ßenordnungen
(8×10-8 - 6×10-11 µM-2s-1) variiert, um die experimentellen Daten zu simulieren.
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konstanten der Nukleationsreaktion kSNUC, die in den Simulationen gefundenen Effekte
beschreibt (Abb. 4.15). Dies wurde ebenfalls in einer Studie von Zimmerle et al. beob-
achtet: Eine Erho¨hung der Temperatur von 10 auf 35 °C erho¨hte die Nukleationsrate der
Mg2+-induzierten Polymerisationsreaktion um vier Gro¨ßenordnungen. Die Reaktions-
geschwindigkeitskonstanten der weiteren am Prozess beteiligten Reaktionen a¨nderten
sich hingegen in Relation nur geringfu¨gig. [232] Basierend auf der Temperaturabha¨ngig-
keit der ermittelten Geschwindigkeitskonstanten (Formel 4.7) fu¨r den initialen Schritt
der G-zu-F -Transformation, k obs ≈ kSNUC, kann die Aktivierungsenergie E a fu¨r den
Nukleationsschritt der Reaktion in An- und Abwesenheit von Cosolventien bestimmt













In Abwesenheit von Cosolventien (Abb. 4.14 a) wird der Polymerisationsprozess bei
einer Temperatur von 10 °C drastisch verlangsamt, sodass innerhalb des gemessenen
Zeitintervalls keine Elongationsphase mehr auftritt. Eine Erho¨hung der Temperatur auf
20 °C resultiert bereits in einer erheblichen Beschleunigung der Polymerisationsreakti-
on: Nach etwa ˜40 s entstehen erste elongationskompetente Nuklei. Bei einer Tempera-
tur von 30 °C wird die Lag-Phase der Reaktion weiter verku¨rzt und bei einer Tempera-
tur von 40 °C ist der gesamte Polymerisationsprozess nach ˜300 s in der Steady-State-
Phase angelangt. Die zum jeweiligen Nukleationsprozess zugeho¨rigen Geschwindigkeits-
konstanten der Temperaturen 10, 20, 30 und 40 °C wurden zu 1×10-10, 2×10-9, 1×10-8
und 3×10-8 µM-2s-1 bestimmt. Die Arrhenius-Auftragung liefert die Aktivierungs-
energie des Nukleationsschrittes der Polymerisationsreaktion von Ea = 139± 20 kJ mol-1
(≈ 56 kBT ) (Abb. 4.16 und 4.18). Dieser Wert ist vergleichbar mit dem fu¨r die Nuklea-
tionsreaktion der Fibrillenbildung der leichten Kette eines Antiko¨rpers (Ea = 159 ±
20 kJ mol-1). [139]
Eine Erho¨hung des Drucks zeigt einen entgegengesetzten Effekt auf die Polymeri-
sationsreaktion von Aktin im Vergleich zur Temperatur. Wie in Abbildung 4.14 b zu
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Abbildung 4.16: Arrhenius-Auftragung (a) und Auftragung der ermittelten Nu-
kleationsgeschwindigkeitskonstante gegen den Druck (b) zur Berechnung der Aktivie-
rungsenergie und des Aktivierungsvolumens des Nukleationsprozesses.
erkennen, ist der Polymerisationsprozess bereits bei einigen Hundert bar signifikant ver-
langsamt. Die Nukleationsphase wird mit steigendem Druck verzo¨gert und somit setzt
auch die Elongationsphase zu spa¨teren Zeitpunkten ein. Bei einem Druck von 2000 bar
wird im gemessenen Zeitintervall von 300 s keine Nukleationsreaktion mehr detektiert.
Die ermittelten Nukleationsgeschwindigkeitskonstanten kSNUC bei einer Temperatur
von 20 °C und Dru¨cken von 500, 1000 und 1500 bar betragen 3×10-9, 6×10-10 und
6×10-11 µM-2s-1. Die Kinetik bei einem Druck von 2000 bar kann nicht simuliert wer-
den, da diese im gemessenen Zeitintervall keinerlei Vera¨nderungen aufweist und somit
ist die Bestimmung von kSNUC nicht mo¨glich. Nach Gleichung 4.8 liefert die Steigung der
Auftragung von ln kSNUC vs. p das Aktivierungsvolumen der Nukleationsreaktion ∆V
‡
(Abb. 4.16). Der ermittelte Wert von ∆V ‡= 104 ± 8 mL mol-1 la¨sst nach dem Prinzip
von Le Chaˆtelier den Schluss zu, dass der U¨bergangszustand ein gro¨ßeres Volumen
aufweist als der Ausgangszustand. Dies fu¨hrt dazu, dass die Geschwindigkeit der Reak-
tion mit steigendem Druck reduziert wird. A¨hnliche Effekte wurden fu¨r die Bildung von
Proteinmultimeren und amyloidbildenden Polypeptiden gefunden. [13,103,191,209,233,234]
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Abbildung 4.17: Temperatur- (a) und Druckeffekt (b) auf die Polymerisationskinetik
von 9.2µM Aktin in Gegenwart von 1 M TMAO. Alle druckabha¨ngigen Messungen
wurden bei einer Temperatur von 20 °C durchgefu¨hrt.
Zur Untersuchung der Effekte des natu¨rlichen Osmolyts TMAO auf die Polyme-
risationsreaktion von Aktin wurde die Polymerisationsreaktion in Abha¨ngigkeit von







































Abbildung 4.18: Energieprofil fu¨r den Nukleationsprozess der Polymerisationsreak-
tion von Aktin in Ab- und Anwesenheit der Cosolventien TMAO und Harnstoff. Die
ermittelten Aktivierungsenergien Ea sind ebenfalls eingezeichnet.
Temperatur und Druck in Gegenwart von 1 M TMAO verfolgt. Es ist bekannt, dass
TMAO in der Lage ist, die native Konformation von Proteinen in Organismen, die
a¨ußerem Stress (z.B. hohe Temperatur, hydrostatischer oder osmotischer Druck) aus-
gesetzt sind, zu stabilisieren. [114,119,121,206] Aus diesem Grund wird diese Substanz auch
als
”
chemisches Chaperon“ bezeichnet. [113] Wird der Polymerisationsprozess von Aktin
in Gegenwart von TMAO induziert, so resultiert eine signifikante Beschleunigung der
Reaktion. Dies wird beim Vergleich der Reaktionsprofile bei 10 °C in An- (Abb. 4.17 a)
und Abwesenheit (Abb. 4.14 a) von 1 M TMAO ersichtlich. Bei Zugabe von 1 M TMAO
beginnt der Polymerisationsprozess bei ˜40 s und ohne TMAO bei ˜280 s, was auf eine
Zunahme der Nukleationsgeschwindigkeitskonstanten kSNUC um eine Gro¨ßenordnung
zuru¨ckzufu¨hren ist. Des Weiteren ist bei einer Temperatur von 30 °C und in Gegen-
wart von TMAO die Steady-State-Phase der Reaktion bereits nach etwa 300 s erreicht
Ohne TMAO hingegen, wird der Polymerisationsprozess innerhalb dieses Zeitraums
nicht abgeschlossen (vgl. Abb. 4.14 a vs. 4.17 a). Dieser drastische Unterschied liegt
in der Herabsetzung der Aktivierungsenergie Ea des Nukleationsprozesses von ˜40 %
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(Abb. 4.16). TMAO weist zudem einen schu¨tzenden Effekt gegen hohe Dru¨cke auf,
wie aus Abbildung 4.17 b ersichtlich wird. In Abwesenheit von TMAO hat eine Erho¨-
hung des Drucks auf 500 bar eine drastische Reduzierung der Reaktionsgeschwindigkeit
zur Folge. In Anwesenheit von TMAO hingegen fa¨llt dieser Effekt wesentlich geringer
aus. Die Analyse der Daten ergibt ein Aktivierungsvolumen fu¨r den Nukleationsprozess
der Polymerisationsreaktion von ∆V ‡= 82± 3 mL mol-1 in Gegenwart von 1 M TMAO
(Abb. 4.16). Der um ˜21 % reduzierte Wert im Vergleich zur Reaktion ohne TMAO
(Abb. 4.19) weist auf einen durch TMAO begu¨nstigten, kompakteren U¨bergangszu-
stand der polymerisationskompetenten Nuklei hin. Durch starke Wechselwirkungen
zwischen TMAO und Wasser kann eine Stabilisierung von oligomeren oder polymeren
Proteinstrukturen basierend auf der pra¨ferentiellen Exklusion der TMAO-Moleku¨le von
der Proteingrenzfla¨che resultieren (
”
preferential hydration effect“). [116,118] Somit ist es
sehr wahrscheinlich, dass TMAO einen Effekt auf den Nukleationsprozess der Poly-
merisationsreaktion aufweist, indem es oligomere Strukturen (Nuklei) stabilisiert und
somit das Monomer
Oligomer-Gleichgewicht auf die Seite der Nuklei verschiebt. Die-
ser Effekt erkla¨rt die erho¨hte Geschwindigkeit der Nukleationsreaktion und die eben-
falls signifikant reduzierte Lag-Phase des Polymerisationsprozesses. Interessanterweise
ist TMAO ebenso in der Lage die Stabilita¨t von Proteinen in Bezug auf Temperatur
und Druck zu erho¨hen. Es hat sich herausgestellt, dass natu¨rliche Osmolyte, die zur
Proteinstabilisierung beitragen, die Eigenschaft aufweisen mit dem Proteinru¨ckgrat,
das im denaturierten Zustand zunehmend exponiert wird, nicht bevorzugt zu intera-
gieren; es handelt sich hierbei um eine solvophobe thermodynamische Triebkraft: den
osmophoben Effekt. [112] Bolen et al. haben des Weiteren gezeigt, dass somit aufgrund
der ungu¨nstigen Wechselwirkungen zwischen TMAO und dem Proteinru¨ckgrat die de-
naturierte Proteinkonformation im Vergleich zur nativen Konformation weniger stabil
ist. [112] Molekulardynamik-Simulationen lassen zugleich den Schluss zu, dass TMAO
die Wasserstruktur versta¨rkt, indem die Anzahl an Wasserstoffbru¨ckenbindungen pro
Wassermoleku¨l erho¨ht wird, sta¨rkere Wasserstoffbru¨ckenbindungen auftreten und es
zu einer weitreichenden Ordnung des Lo¨sungsmittels kommt. [118,204,207] Somit konkur-
riert TMAO nicht mit Wasserstoffbru¨ckenbindungen innerhalb der Proteinstruktur und
fu¨hrt nicht zum Aufbrechen des hydrophoben Proteininneren. [204] Es ist weiterhin be-




























Abbildung 4.19: Volumenprofil fu¨r den Nukleationsprozess der Polymerisationsreak-
tion von Aktin in Ab- und Anwesenheit von TMAO. Die ermittelten Aktivierungsvo-
lumina ∆V ‡ sind ebenfalls eingezeichnet.
kannt, dass hohe Dru¨cke zur Schwa¨chung hydrophober Wechselwirkungen fu¨hren. [183]
Da die Anlagerungen von Protomeren innerhalb des Aktinfilamentes zu einem großen
Teil auf Wechselwirkungen hydrophober Natur beruhen, [79,159] fu¨hren hohe Dru¨cke zur
Destabilisierung dieser und zur Dissoziation von Filamenten. Aufgrund der stabilisie-
renden Wirkung von TMAO auf die native Proteinstruktur, kann dieser Osmolyt der
druckinduzierten Schwa¨chung hydrophober Interaktionen entgegenwirken und somit,
wie in dieser Studie dargestellt, oligomere Spezies stabilisieren.
Zur Analyse des Effektes von Harnstoff, einer chaotropen Substanz, auf den Polyme-
risationsprozess von Aktin wurden Lo¨sungen mit einer Konzentration von 1 M Harnstoff
verwendet. Die temperatur- und druckabha¨ngigen Kinetiken der G-zu-F -Transformation
in Gegenwart von Harnstoff sind in Abbildung 4.20 a und b dargestellt. Der drasti-
sche Einfluss von Harnstoff auf den Polymerisationsprozess ist leicht ersichtlich: Bei
Atmospha¨rendruck und einer Temperatur von 10 °C finden keinerlei A¨nderungen der
Fluoreszenzintensita¨t statt, was darauf hindeutet, dass der Nukleationsprozess inner-
halb des gemessenen Zeitintervalls nicht einsetzt (vgl. Abb. 4.14 a). Erst bei ho¨heren
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Abbildung 4.20: Temperatur- (a) und Druckeffekt (b) auf die Polymerisationskinetik
von 9.2µM Aktin in Gegenwart von 1 M Harnstoff. Alle druckabha¨ngigen Messungen
wurden bei einer Temperatur von 20 °C durchgefu¨hrt.
Temperaturen, ab 20 °C, ist ein leichter Anstieg der Fluoreszenzintensita¨t zu erkennen,
der wahrscheinlich auf das Einsetzen der Nukleationsreaktion zuru¨ckzufu¨hren ist. Dar-
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in begru¨ndet, dass 1 M Harnstoff bei einer Temperatur von 20 °C bereits in der Lage
ist die Nukleationsreaktion nahezu komplett zu unterbinden, ist der zusa¨tzliche retar-
dierende Druckeffekt kaum ersichtlich. Die sehr langsame Assemblierung von Aktin in
Gegenwart von 1 M Harnstoff erlaubt keine Bestimmung von kinetischen Konstanten.
Es ist bereits sehr gut erforscht, dass hohe Konzentrationen an Harnstoff zur Dena-
turierung von Proteinen fu¨hren, da Harnstoff intramolekulare Wasserstoffbru¨ckenbin-
dungen innerhalb des Proteinru¨ckgrats unterbinden kann. Die generell akzeptierte Be-
gru¨ndung hierfu¨r ist die Ausbildung von Wasserstoffbru¨ckenbindungen zwischen Harn-
stoff und dem Proteinru¨ckgrat und polaren Proteinseitenketten. [119,121,235] Die Auspra¨-
gung dieser Wechselwirkungen fu¨hrt letztendlich zu einer pra¨ferentiellen Interaktion
mit der gro¨ßeren Oberfla¨che der entfalteten Proteinkonformation, die zuga¨nglich fu¨r
das Solvens ist. [206]. In dieser Studie konnte gezeigt werden, dass die durch Harn-
stoff bedingten Effekte auf Strukturen innerhalb des Proteins ebenso auf der Ebene
der Protein-Protein-Wechselwirkungen vorliegen. Bereits eine moderate Konzentration
von 1 M Harnstoff fu¨hrte dazu, dass die Polymerisationsreaktion von Aktin drastisch
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Abbildung 4.21: Temperatureffekt auf die Polymerisationskinetik von 9.2 µM Aktin
in Gegenwart von 1 M TMAO und 1 M Harnstoff.
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beeintra¨chtigt wurde. Vermutlich kommt es bereits, bevor die Reaktion induziert wird,
zu einer partiellen Entfaltung der Aktinmonomere in der Lo¨sung, wodurch eine Re-
tardierung der Lag-Phase auftritt. Um den entgegenwirkenden Effekt von TMAO und
Harnstoff zu studieren, wurden a¨quimolare Konzentrationen beider Cosolventien einge-
setzt (Abb. 4.21). Vergleicht man die Kinetiken des Polymerisationsprozesses von Aktin
in Ab- (Abb. 4.14 a) und Anwesenheit (Abb. 4.21) von 1 M TMAO und 1 M Harnstoff
wird ersichtlich, dass es bei diesem Konzentrationsverha¨ltnis fu¨r die Mg2+-induzierte
Reaktion zu einer nahezu vollsta¨ndigen Kompensation der Effekte beider Cosolventien
kommt. Die ermittelten Kinetiken sind nur geringfu¨gig langsamer als ohne den Zu-
satz der beiden Cosolventien. Werden also 1 M Harnstoff zu Lo¨sungen von 1 M TMAO
zugesetzt, wird der beschleunigende Effekt von TMAO wieder verlangsamt und vice
versa, in guter U¨bereinstimmung mit vorhandenen Literaturdaten. [117,213] Durch die
Ermittlung der Nukleationsgeschwindigkeitskonstanten und Auftragung gegen die ent-
sprechende Temperatur la¨sst sich die Aktivierungsenergie Ea ermitteln. Mit einem Wert
von 113± 14 kJ mol-1 liegt diese zwischen den ermittelten Werten der Aktinpolymerisa-
tion in Gegenwart von 1 M TMAO und ohne die Zugabe von Cosolventien (Abb. 4.18),
was den kompensatorischen Effekt der beiden Osmolyte widerspiegelt.
4.3.3 Zusammenfassung und Schlussfolgerung
In dieser Studie konnte gezeigt werden, dass der Polymerisationsprozess von Aktin ei-
ne hohe Sensitivita¨t gegenu¨ber der Temperatur, dem Drucks oder der Gegenwart von
Cosolventien aufweist. Dem Polymerisationsprozess von G- zu F-Aktin ko¨nnen die in
Abbildung 4.1 dargestellten Prozesse, mit den zugeho¨rigen Geschwindigkeitskonstanten
(Tab. 4.2), zugrunde gelegt werden. Wie bereits von Zimmerle et al. beschrieben, wird
im Vergleich zu allen beteiligten Reaktionsprozessen der Schritt der Assemblierung von
polymerisations-kompetenten Nuklei drastisch durch Temperaturvera¨nderungen beein-
flusst. [232] Zu demselben Ergebnis kommt auch diese Studie. Fu¨r Vera¨nderungen des
Drucks wurde ebenfalls eine sehr hohe Sensitivita¨t des Nukleationsprozesses im Ver-
gleich zu allen weiteren beteiligten Prozessen an der G-zu-F -Transformation gefunden.
Des Weiteren konnte in dieser Arbeit der Effekt von Cosolventien in Abha¨ngigkeit der
Temperatur nachgewiesen werden. So wird die Aktivierungsenergie Ea des Nukleati-
152 Assemblierungskinetik von Aktinstrukturen
onsprozesses von Aktin in Gegenwart von 1 M TMAO um ˜40 % reduziert. In Gegen-
wart von 1 M Harnstoff hingegen kam es im Temperaturintervall zwischen 10 und 40 °C
nicht mehr zur Lag-Phase der Reaktion und somit war die Bestimmung und Auswer-
tung von kinetischen Konstanten nicht mo¨glich. Des Weiteren konnte in dieser Studie
der retardierende Effekt hoher Dru¨cke auf die Polymerisationskinetik dargestellt wer-
den. Die Nukleationsgeschwindigkeitskonstante kSNUC sinkt mit Anstieg des Drucks
auf 1 kbar um zwei Gro¨ßenordnungen. Dies entspricht einem positiven Aktivierungs-
volumen ∆V ‡ von 104 mL mol-1. Da bekannt ist, dass Volumena¨nderungen maßgeblich
durch Hydratations- und Packungsa¨nderungen erfolgen, gibt die Bestimmung des Akti-
vierungsvolumens Informationen u¨ber den U¨bergangszustand. Die Zusammenlagerung
von Aktinprotomeren beruht zu einem großen Teil auf hydrophoben Wechselwirkungen
zwischen den Protomeren. [79,159] An diesen Kontaktstellen ko¨nnten somit, wa¨hrend der
Selbstassemblierung der Nuklei, Hohlra¨ume entstehen und mit einer zusa¨tzlichen Frei-
setzung von Hydratations-Wassermoleku¨len einhergehend, die wa¨hrend der Bildung der
Nuklei auftritt, steigt das Gesamtvolumen an und fu¨hrt letztendlich zu einem positiven
Aktivierungsvolumen. Der natu¨rliche Osmolyt TMAO wird in Zellen von Tiefseeorga-
nismen akkumuliert und kann Proteinstrukturen gegen hohe Temperaturen und Dru¨cke
stabilisieren. [113,119,121,205] In Tiefseehabitaten ko¨nnen Dru¨cke bis zu etwa 1 kbar auftre-
ten und die dort lebenden Organismen sind in der Lage, diesen extremen Umweltbedin-
gungen standzuhalten. In dieser Studie wurde nachgewiesen, dass TMAO dem retar-
dierenden Effekt hoher Dru¨cke auf den Polymerisationsprozess effizient entgegenwirkt.
So wird die druckinduzierte Verlangsamung der Nukleationsreaktion in Gegenwart von
1 M TMAO mit einem Faktor ˜2 - 3 kompensiert. Der Vergleich der Reaktionskinetiken
bei einem Druck von 1 - 2000 bar in Ab- und Anwesenheit des Osmolytes la¨sst leicht
den beschleunigenden Effekt erkennen. Diese Auswirkung manifestiert sich ebenfalls
in einem um ˜20 % reduzierten Aktivierungsvolumen ∆V
‡, im Vergleich zur Reakti-
on ohne Zugabe des Osmolyts. Es kommt also in Gegenwart von TMAO zu einem
kompakteren U¨bergangszustand der Nukleationsreaktion. Der Einfluss der chaotropen
Substanz Harnstoff fu¨hrte selbst bei moderaten Konzentrationen zu einer drastischen
Retardierung des gesamten Polymerisationsprozesses von Aktin. Darin begru¨ndet war
eine Quantifizierung und Analyse der Effekte von Harnstoff auf kinetische Konstanten
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der Reaktion nicht mo¨glich. In weiteren Experimenten konnte allerdings der entge-
genwirkende Effekt von TMAO dargestellt werden. Bei a¨quimolaren Mischungen von
TMAO und Harnstoff mit einer Konzentration von 1 M wurden sehr a¨hnliche Ver-
la¨ufe im Vergleich zur Kinetik ohne die Zugabe des Cosolventien der Mg2+-induzierten
Polymerisationskinetiken gefunden. Letztendlich ist TMAO nicht nur im Stande der re-
tardierenden Wirkung der chaotropen Substanz Harnstoff entgegenzuwirken, sondern
auch dem retardierenden Effekt hoher Dru¨cke auf die G-zu-F -Transformation. Diese
Eigenschaft basiert wahrscheinlich auf der stabilisierenden Wirkung von TMAO auf
hydrophobe Wechselwirkungen, die durch hohe Dru¨cke geschwa¨cht werden und deren
Ausbildung eine wichtige Rolle bei der Polymerisationsreaktion von Aktin spielen.
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